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Le cancer du pancréas est la quatrième cause de décès par cancer dans les pays 
occidentaux. Son pronostic sombre est principalement dû à un diagnostic tardif et un 
manque de traitements efficaces. À ce jour, l'amélioration de la détection et le 
développement de nouvelles thérapies constituent les principales pistes pour une 
meilleure prise en charge du cancer du pancréas. Le développement de ce cancer 
implique des changements dans les profils de méthylation de l'ADN. Ces 
changements conduisent à la réactivation de séquences normalement réprimées et à 
la répression de gènes suppresseurs de tumeurs. Dans différents cancers, il a été 
décrit la surexpression précoce des enzymes responsables de la méthylation de 
l'ADN : les méthyltransférases de l’ADN. Cependant, le rôle exact joué par ces 
protéines et les conséquences exactes de la méthylation de l'ADN dans la 
carcinogénèse restent à être prouvés. 
Lors de nos travaux, nous avons d'abord cherché à déterminer l'évolution des profils 
de méthylation de l'ADN à travers l'étude de l'expression d'un microARN particulier: 
miR-148a. Ce microARN est réprimé dans plusieurs cancers, ce qui suggère un rôle 
suppresseur de tumeur. Nous avons confirmé la répression de miR-148a par la 
méthylation de l'ADN dans plusieurs lignées cellulaires dérivées de cancer du 
pancréas ainsi que dans des échantillons de tumeurs humaines, et nous avons 
montré l'utilité de cette marque pour le diagnostic différentiel entre cancer du 
pancréas et pancréatite chronique. De plus, la répression précoce de miR-148a 
suggère très fortement le rôle suppresseur de tumeur de ce microARN, au moins 
dans un contexte pancréatique. Nous avons alors évalué le potentiel thérapeutique 
de miR-148a en rétablissant son expression dans des lignées cellulaires dérivées de 
cancer du pancréas ainsi que dans un modèle de tumeurs préétablies chez la souris, 
par transfert de gènes in vivo. Nous n’avons observé aucun changement significatif 
dans le comportement des cellules/tumeurs surexprimant miR-148a. Ceci indique 
que sa répression est une altération mineure accompagnant la cancérogenèse plutôt 
qu'un phénomène crucial du développement tumoral. Comme la surexpression des 
méthyltransférases de l'ADN et la méthylation de l'ADN sont deux évènements 
précoces de la carcinogénèse pancréatique, nous avons élargi notre étude pour 
déterminer si la seule surexpression de méthyltransférases de l'ADN est capable de 
transformer des cellules pancréatiques normales. Nous avons observé que la 
surexpression stable de ces protéines affecte considérablement le comportement 
des cellules en ce qui concerne la prolifération cellulaire et la clonogénicité in vitro, 
ainsi que leur profil de méthylation et d'expression génique. De manière intéressante, 
ces lignées cellulaires ne sont pas capables d’induire la formation de tumeurs in vivo. 
Ainsi, malgré la nécessité de valider ces résultats, ceux-ci suggèrent fortement que la 
méthylation de l'ADN facilite la carcinogénèse, mais n'est pas suffisante pour 
déclencher la formation de tumeurs. 
Ces travaux contribuent à une meilleure compréhension de la carcinogénèse 
pancréatique, et plus précisément, du rôle joué par la méthylation de l'ADN. De plus, 
nos résultats récents sur les profils de méthylation de l'ADN et l'expression des 
gènes en réponse à la surexpression des méthyltransférases de l'ADN ouvrent de 
nouveaux horizons pour la recherche des cibles spécifiques de ces enzymes et le 
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Le développement de l’organisme humain, depuis l’embryogénèse jusqu’à l’âge 
adulte, ainsi que la régulation des fonctions physiologiques nécessitent une véritable 
orchestration de l’expression génique. Depuis les travaux fondateurs de Mendel 
jusqu'à nos jours, il est devenu de plus en plus clair que le simple héritage du 
matériel génétique parental ne pouvait pas répondre à toutes les questions que 
posent l’embryogénèse, la différenciation cellulaire ainsi que la carcinogénèse.  
En effet comment des cellules qui ont toutes le même génome peuvent avoir des 
patrons d’expression génique différents ? Comment ces patrons peuvent-ils être 
héritables sur plusieurs dizaines ou centaines de divisions cellulaires puis se mettre 
en silence ?  
Le développement de l’embryon met donc en jeu des régulations qui vont au-delà de 
la génétique, conditionnées par l’environnement des cellules (contacts, gradients 
chimiques dans le milieu extra-cellulaire etc…).  
Historiquement, au XIXème siècle, les pionniers de la biologie du développement 
utilisaient des techniques d’étude qui mettaient de côté tous les phénomènes 
d’expression génique et d’héritabilité génétique mis en évidence par Mendel [1]. La 
nécessité d’associer développement et génétique en une « nouvelle discipline » 
poussa Conrad Waddington à fonder un nouveau concept, un « renouveau de la 
biologie développementale » et à le nommer épigénétique [1].  
Le terme épigénétique vient de l'épigénèse (du préfixe epí-, « sur », et du suffixe -
genesis, « création ») qui est la théorie selon laquelle l'embryon se développe par 
multiplication et différenciation cellulaire progressive, et non à partir d'éléments 
préformés dans l'œuf (théorie de l’homonculus). L’épigénétique au sens premier du 
terme s’intéresse donc à tous les évènements cellulaires résultant en la 
complexification graduelle des tissus, par étapes successives, pour aboutir à un 
organisme entier. Au fil des décennies, parce que les mécanismes qu’il comprend 
sont retrouvés dans d’autres contextes que le développement, comme le 
vieillissement et la carcinogénèse, le concept d’épigénétique fut élargi. Dans les 
années ’90, de nouvelles définitions du terme épigénétique furent proposées pour 
aboutir à la définition qui va nous intéresser dans ces travaux et dont la synthèse 
donne « l’étude des patrons d’expression génique, héritables à travers les divisions 
cellulaires, et qui n’impliquent pas de changements de la séquence d’ADN ». 
8 
 
Nous allons dans ce chapitre d'introduction replacer les acteurs intervenant dans ces 
phénomènes de régulation, par soucis de compréhension, afin de mieux 
appréhender les mécanismes abordés au cours de cette thèse.    
 
Figure 1 : Les mécanismes épigénétiques : de l’environnement à la différenciation cellulaire. Cette illustration 
schématise la détermination de plusieurs lignages cellulaires en réponse à un signal environnemental par 
une modification du profil épigénétique.  
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I. La régulation épigénétique de l’expression 
génique : de la physiologie … 
1) Les différents processus épigénétiques  
Epigénétique : « Etude des patrons d’expression génique, héritables à travers les 
divisions cellulaires, et qui n’impliquent pas de changements de la séquence 
d’ADN ». 
Les mécanismes de régulation épigénétique de l’expression génique sont variés, 
mais après plus d’un siècle d’étude, il est intéressant de constater qu’il suffit de 
comparer différents articles pour remarquer que toutes les équipes ne vont pas 
considérer les mêmes mécanismes comme répondant à cette définition. Les deux 
mécanismes les plus illustrés dans la bibliographie sont sans nul doute les 
modifications covalentes des histones et la méthylation de l’ADN. De plus, il est 
intéressant de constater que certains mécanismes pourtant très décrits tels que la 
modification des histones ne répondent pas parfaitement à la définition actuelle 
d’épigénétique, leur héritabilité n’étant pas clairement établie. Il y a donc une certaine 
permissivité dans cette définition.  
Le but de cette partie est d’illustrer trois points :  
- la régulation épigénétique de l’expression génique n’est pas un phénomène 
uniquement nucléaire. 
- des mécanismes décrits depuis des décennies sont des mécanismes 
épigénétiques.  
-  comme souvent en biologie, ces mécanismes peuvent communiquer entre 
eux.       
i. Modification des histones 
L’ADN, compartimenté dans le noyau, ne flotte pas librement dans le nucléoplasme, 
celui-ci est associé à des complexes protéiques pour former la chromatine. On 
distingue deux types, ou états, de la chromatine dans le noyau : l’euchromatine et 
l’hétérochromatine. Alors que l’hétérochromatine est transcriptionnellement inactive 
et  compactée, elle correspond en général aux télomères, aux régions péri-
centromériques et aux régions enrichies en séquences répétées qui ne s'expriment 
pas. L’euchromatine, elle, correspond à la fraction transcriptionnellement active et 















L’unité de base de la chromatine est le nucléosome, qui correspond à 147 paires de 
bases d’ADN enroulées autour d’un octamère d’histones [3,4]. Les histones H2A, 
H2B, H3 et H4 sont les protéines composant cet octamère et sont associées par 
paires. Les histones possèdent un domaine C-terminal globulaire et un domaine N-
terminal non structuré (appelé queue d’histone). La stabilité de l’octamère est due 
aux interactions protéine-protéine au sein même du complexe, alors que la queue N-
terminale des histones à l’extérieur du nucléosome va elle influer sur les interactions 
entre deux nucléosomes voisins, ainsi que sur la reconnaissance par les facteurs 
protéiques. Ces queues d’histones sont sujettes à des phénomènes de méthylation, 
d’acétylation, d’ubiquitination, de sumoylation ou de phosphorylation selon les acides 
aminés qui servent de substrats. Définir une relation binaire entre une modification 
post-traductionnelle et un état activé/réprimé de la transcription n'est pas aisé. En 
effet, une queue d'histone porte fréquemment un ensemble de marques sur 
différents acides aminés, et c'est la combinaison de ces marques portées par un 
nucléosome et les nucléosomes environnants qui définira l'état d'accessibilité et la 
liaison de facteurs de transcription à une région de chromatine. Le terme de « code 
histone » est d’ailleurs couramment utilisé pour illustrer la complexité des 
combinaisons des marques de modification des histones [5]. Néanmoins il ressort 
Figure 2 : Organisation générale de la chromatine nucléaire (Adapté de Ernst et Kellis [2]). 
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que l’acétylation des lysines est généralement corrélée avec une chromatine 
« ouverte » et transcriptionnellement active alors que la méthylation des lysines va 
montrer un effet inverse, en fonction de la position et du nombre de résidus méthylés. 
Deux principales fonctions sont avancées pour la modification covalente des 
histones :  
- modifier l’équilibre électrostatique entre les histones et ainsi moduler l’état de 
condensation de la chromatine, permettant l’accès à des facteurs protéiques.   
- être la cible de facteurs nucléaires reconnaissant spécifiquement ces modifications.  
Un exemple des enzymes responsables de la modification des histones et des 
facteurs reconnaissant ces modifications sont reportés dans les tableaux ci-
dessous (adaptés de Kim et al. [3]):  
Enzymes de modification des histones 
Acétyltransférases Deacétylases 
HAT1 HDAC 1 à 11 
GCN5, PCAF Sirtuins 
CBP, P300 Lysine déméthylases 
TIP60/PLIP LSD1/BHC110 
HBO1 JHDM1a-b 
Lysine méthyltransférases JHDM2a-b 











DOT1 Ubiquine ligases 
Pr-SET7/8 Bmi/Ring1a 
SUV4 20H1-C2 RNF20/RNF40 









Sur ce dernier point, la théorie du code histone prend tout son sens. En effet, 
comment un ensemble de modifications va-t-il influer sur l’état transcriptionnel d’un 
gène et pas seulement une modification unique ?  
Ce point est débattu dans la revue de Rando et al. [6]. Nous pouvons d’abord 
observer le cas où la modification d’un résidu va inhiber la fixation d’un facteur sur un 
résidu adjacent. Ce cas est illustré par la liaison de HP1 (Heterochomatin protein 1) 
sur un résidu histone tri-méthylé sur la lysine 9 (H3K9me3), pouvant être inhibée par 
la phosphorylation de la serine 10 de l’histone à proximité (H3S10). Par ailleurs, ces 
protéines reconnaissant les modifications d’histones pourront s’associer en 
complexes pour cibler d’autres motifs. Enfin, le dernier cas est illustré par la protéine 
CHD1 qui porte deux chromodomaines en tandem, se liant avec une plus forte 
affinité à des résidus H3R2me2K4me3 qu’à H3K4me3 seuls. Il ressort donc que la 
modification covalente des histones va influer de différentes manières sur l’état 
transcriptionnel d’un gène. Mais il est intéressant de noter que, malgré le fait que ce 
mécanisme soit un des mécanismes épigénétiques les plus décrits et commentés, il 
n’est pas encore pleinement compris comment ces modifications sont héritées à 
travers les divisions cellulaires. De plus en plus d’observations semblent indiquer que 
d’autres mécanismes (tels que la méthylation de l’ADN et le système 
polycomb/trithorax) entrent en jeu pour assurer l’héritabilité de ces marques au fil des 
divisions cellulaires.  
ii. Le système Polycomb/Trithorax 
Le système Polycomb/Trithorax est un mécanisme conservé à travers les espèces 
permettant la répression de séquences génomiques par l’interaction de protéines (de 
Modification Domaine d’interaction Protéines effectrices 






PHD BPTF, ING2 
 
SRA UHRF1 
Acétylation Bromodomaine Rsc4, bdf1, taf1 
Phosphorylation 14-3-3 14-3-3 protein 
Tableau 2 : Protéines effectrices reconnaissant les modifications des histones. 
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la famille Polycomb) avec des séquences de reconnaissance dispersées dans le 
génome (Polycomb response elements, PRE) [7]. Les PRE sont des séquences 
d’environ 100 à 300 pb dont l’accumulation est nécessaire à la mise en place de 
cette répression. Le système antagoniste est assuré par les protéines de la famille 
Trithorax, ciblant les Trithorax response elements (TRE) et conduit à une activation 
de la transcription. Il est important de noter la conservation partielle des séquences 
PRE et TRE entre elles. L’action des protéines Polycomb peut se faire par différents 
moyens : une modification de l’état de la chromatine par modification covalente des 
histones, une inhibition directe par inhibition de la machinerie de transcription et une 
occupation des sites de reconnaissance des facteurs de transcription et enfin un 
recrutement de longues régions d’ADN à des domaines nucléaires enrichis en en 
protéines Polycomb et autres inhibiteurs transcriptionnels. Il est proposé que ce soit 
l’état transcriptionnel du gène qui conditionne s’il sera la cible des protéines 
Polycomb ou Trithorax. Si le gène n’est pas transcrit, des protéines Polycomb iront 
cibler la séquence régulatrice PRE. Si le gène est transcrit, la séquence TRE 
(similaire en partie à la PRE) sera occupée par les protéines Trithorax et bloquera le 
ciblage par les Polycombs. Deux modèles sont proposés permettant l’héritabilité de 
cette marque à travers les divisions cellulaires : un copie directe du patron de  
Polycomb/Trithorax sur le brin néo synthétis, ou bien  l’intervention d’une marque 
(protéines autres que Polycomb/Trithorax, ou modification covalente des histones) 
qui servira de balise pour le recrutement de Polycomb/Trithorax après la division 
cellulaire.  
A ces phénomènes vont s'ajouter d'autres mécanismes épigénétiques qui paraissent 
comme plus minoritaires en termes d'impact dans la littérature. D’autres acides 
nucléiques vont jouer un rôle fondamental dans la régulation de l'expression 
génique : les ARNs. Ce rôle sera rempli soit par la modification de l'ARN messager 
(ARNm) lui-même, soit par l'activité intrinsèque d’ARN non codants (ARNnc) 
longtemps considérés comme des « déchets » génomiques. Cette catégorie d'ARN 
comprend un grand nombre de molécules, de tailles très variables et de fonctions 
diverses. Elles pourront par exemple, selon les cas, conduire à la destruction d'un 
ARNm et réprimer son expression de manière post-transcriptionnelle, ou alors se 
combiner à d’autres mécanismes moléculaires pour conduire à la répression d'une 
région du génome.     
iii. L’inactivation du X par un  ARN non codant  
Les mammifères sont des organismes diploïdes, portant deux copies de chaque 
chromosome. Dans le cas des autosomes (chromosomes non sexuels) les gènes 
seront présents en deux copies chez tous les individus. Dans le cas du chromosome 
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Y, les gènes portés par celui-ci seront présents en un seul exemplaire chez tous les 
individus mâles. Le cas du chromosome X est plus complexe: les mâles n'en 
possèdent qu'une copie alors que les femelles en possèdent le double. Pour certains 
des gènes présents, l'expression du double de copies du gène peut être 
problématique et il sera nécessaire de réprimer un des allèles.  Chez la femme, Xist 
est un ARN non-codant de 17kb qui s’hybride directement sur le chromosome X 
surnuméraire [8]. La partie 5’ de cet ARNnc est reconnue par des facteurs de 
répression transcriptionnelle. Une fois la mise en silence initiée par l’ancrage de 
l’ARN XIST, d’autres mécanismes se mettent en place pour « verrouiller » 
l’expression des gènes portés par ce chromosome et réprimer son expression à 
travers les divisions cellulaires. 
iv. L’editing et l’épissage alternatif  
Fidèlement à la vision initiale de Waddington, la régulation spatio-temporelle de 
l’expression génique par des mécanismes épigénétiques ne prend pas forcement 
place dans le noyau : l’épissage alternatif des ARN messagers peut être considéré 
par certains comme un évènement épigénétique du fait qu’une région d’ADN donne 
un transcrit et que ce transcrit suivant divers facteurs environnementaux peut donner 
différentes protéines, proches en terme de séquence d’acides aminés, mais avec des 
fonctions bien distinctes. L’editing suit cette même définition et conduit à l’altération 
de la séquence d’un ARN (messager ou non codant) par modification de ses 
nucléotides, sans modification de la séquence ADN correspondante. Cette 
modification chez les eucaryotes fait appel au système de protéines ADAR 
(adenosine deaminase acting on RNA) [9]. Néanmoins, la principale limite à cette 
définition est l’absence d’héritabilité de ces modifications.  
Deux autres phénomènes vont maintenant nous intéresser plus particulièrement : la 





2) La méthylation de l’ADN 
La modification chimique des nucléotides fut observée dés 1925 par Johnson & 
Coghill (référence indisponible), mais c’est en 1951 que Wyatt démontra par 
chromatographie que cette modification était une caractéristique commune à la 
plupart des animaux et que certaines modifications des nucléotides étaient présentes 
en quantité constante dans le génome [10]. Néanmoins, il fallu attendre la fin des 
années 1960, où trois publications de groupes indépendants proposèrent un rôle 
fonctionnel à une modification bien particulière : la méthylation des cytosines de 
l’ADN. Griffith, Holliday et Riggs proposent alors que la modification covalente des 
cytosines de l’ADN dans un contexte bien particulier est retrouvée sous forme de 
patrons, différents selon les types cellulaires et interfère avec la liaison de facteurs 
de transcription [11][12][13]. Nous allons dans ce premier chapitre d’introduction 
constater que ces observations et leurs implications ne sont pas encore pleinement 
comprises et qu’elles ont encore beaucoup à livrer. 
a) Principe général 
Tout comme la modification des histones, la méthylation de l’ADN ne modifie en rien 
la séquence d’acides nucléiques d’un gène. Cette réaction est catalysée par une 
famille d’enzyme : les méthyltransférases de l’ADN (ou DNMTs) [14]. Chez les 
mammifères, cette réaction se fait majoritairement dans un environnement 
génomique particulier : lorsque la cytosine est directement suivie d’une guanosine 
formant alors un « dinucléotide CpG » (p pour phosphate). Il est important de noter 
que ce contexte n’est pas strictement exclusif : les cellules embryonnaires murines 
(cellules ES) présentent une méthylation des cytosines au niveau de dinucléotides 
CpA, CpT (mais en bien plus faible proportion) [15].  
Chez l’Homme, 70% à 80% des dinucléotides CpG du génome sont méthylés [16]. 
Un îlot CpG correspond à une région de plus de 500 pb dont le pourcentage de C+G 
est supérieur à 55% et que le ratio CG observé / CG attendu est supérieur à 0.65 
[17][18]. Wang et al. rapportent en 2004 que près de 60% des gènes ont un îlot CpG 
recouvrant leur site d’initiation de la transcription [19]. Néanmoins le nombre de 
gènes réprimés par hyperméthylation de leur promoteur reste très modeste dans les 
cellules somatiques (inférieur à 10%) [20][21]. Ainsi, comment se fait-il que 80% des 
cytosines soient méthylées dans le génome si moins de 10% des promoteurs sont 
hyperméthylés ?  
Cette observation s’explique par deux mécanismes :  
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Le premier est d’ordre statistique et fait appel à la répartition hétérogène des CpG 
dans le génome : les dinucléotides méthylés sont souvent retrouvés dans les régions 
peu dense en CpG (ne répondant donc pas à la définition des îlots CpG) à savoir 
principalement les séquences répétées du génome : les SINEs et les LINEs 
(Short/Long Interspaced Nuclear Elements), les rétro-transposons et les régions 
satellitaires péri-centromériques, représentant près de 40% du génome à eux seuls 
(Figure 3) [16][22][23][24][25].   
Le second est le fait que dans une région codante, le phénomène de méthylation des 
cytosines ne se cantonne pas aux îlots CpG situés aux promoteurs. Des 
dinucléotides CpG sont dispersés tout au long et autour de la séquence codante, 
dans le corps du gène et dans les séquences régulatrices environnantes (enhancers, 
insulators) [26].  
Cette méthylation de l’ADN est un phénomène physiologique et donc régulé. Nous 
allons maintenant définir les acteurs de sa mise en place et de son maintien à travers 
les divisions cellulaires. J’étendrai brièvement la discussion sur certains travaux 
récents, qui bien que s’éloignant du contexte du cancer, font un lien remarquable 
entre l’environnement et l’établissement des marques de méthylation pendant (et 
après) le développement d’un individu. Ce dernier point me semble crucial, afin de 
prendre conscience que l’épigénétique peut expliquer comment, à l’échelle d’une vie, 
le comportement d’une cellule ou d’un organe peut être modifié durablement par des 





Figure 3 : Répartition des cytosines méthylées dans le génome.  
Nous pouvons ici constater que le réservoir principal de cytosines méthylées correspond aux régions 
génomiques répétées, les séquences codantes pour des protéines étant très largement minoritaires. Voici 




b) Les méthyltransférases de l’ADN 
L’établissement et la maintenance des patrons de méthylation dans le génome n’est 
pas un phénomène spontané, mais résulte de l’action d’une famille d’enzymes : les 
méthyltransférases de l’ADN (DNMTs).  
Ces dernières peuvent être classées en deux catégories selon leur substrat et leur 
mode d’action: les méthyltransférases de novo (comprenant les DNMT3a et 3b) et de 
maintenance (dont DNMT1 est l'unique représentante). La méthylation de novo 
correspond à l’établissement d’un patron de méthylation inédit, sur une région d’ADN 
vierge de toute marque de méthylation; à l’inverse de la méthylation de maintenance 
qui correspond à la copie d’un patron préexistant porté par un ADN hémiméthylé qui 
servira de modèle à DNMT1. Cette opération, prenant place lors de la réplication de 
l’ADN, a pour but le maintien de ces marques au fil des divisions cellulaires et 
garantie leur héritabilité. 
La réaction biochimique de méthylation des cytosines est commune aux deux 
classes de DNMTs et correspond au transfert de manière covalente d’un groupement 
méthyle depuis la S-adénosyl-L-méthionine (SAM) vers le carbone 5 d’une cytosine 
[27] (Figure 4). 
Les DNMTs, bien que présentant des domaines protéiques très distincts, sont 
relativement conservées à travers les espèces et leurs structures présentent une 
certaine similarité dans leurs domaines protéiques [28][29] (Figure 5): Le domaine C-
 
Figure 4 : Réaction de méthylation d’une cytosine par les méthyltransférases de l’ADN.  




terminal est le plus conservé entre les différentes DNMTs et porte l'activité 
méthyltransférase. Différents motifs (les motifs I, IV, VI, IX et X) sont retrouvés dans 
toutes les séquences des DNMTs. Brièvement, le centre catalytique est porté par le 
motif IV et le domaine de liaison à la S-adenosyl-L-méthionine est porté par les 
motifs I et X. Le ciblage de l’ADN quant à lui se fait par le domaine situé entre les 
motifs VIII et IX [30].  
Le domaine N-terminal présente une plus grande variabilité entre les différentes 
enzymes et contient les régions de régulation propre à chacune des DNMTs. Ces 
régions portent les sites d’interaction avec d’autres facteurs protéiques. Chen et li 
décrivent que c’est principalement cette variabilité dans le domaine N-terminal qui 
entraîne la formation de différents complexes protéiques et qu'elle est responsable 
des différences fonctionnelles entre les différentes DNMTs [30]. 
c) La méthylation de l’ADN : de la mise en place …  
Les DNMT3 sont les enzymes responsables de l'établissement du patron de 
méthylation. Leur rôle dans la méthylation de novo a été établi sur les observations 
suivantes : i : elles sont fortement exprimées durant les premiers stades du 
développement (où sont établies la majorité des marques de méthylation) puis 
montrent une baisse de leur expression ; ii : elles n’ont pas de préférence pour l’ADN 
hémiméthylé ; iii : leur expression ectopique dans des cellules conduit à leur 
méthylation de novo ; iv : leur inactivation bloque l’établissement de la méthylation in 
vitro et in vivo [30]. Le gène dnmt3a  (DNA (cytosine-5-)-methyltransferase 3 alpha) 
situé au locus 2p23, code DNMT3a et DNMT3a2 deux isoformes de 912 et 689 
acides aminés (aa) respectivement. Ces deux enzymes sont toutes les deux actives 
mais leur différence réside dans leur localisation cellulaire. DNMT3a montre un 
marquage focal au niveau de l'hétérochromatine, alors que DNMT3a2 est diffus dans 
le nucléoplasme, excluant les nucléoles et l'hétérochromatine (Figure 6) [31][32]. Le 
gène dnmt3b (DNA (cytosine-5-)-methyltransferase 3 beta) situé au locus 20q11.2 
code lui pour cinq isoformes chez l'Homme (DNMT3b1-DNMT3b5) dont la plus 
longue comporte 853 aa. Contrairement aux isoformes de DNMT3a, seules les 
formes 1 et 2 des DNMT3b montrent une activité catalytique, les autres présentant 
une perte partielle des domaines IX et X de leur partie C-terminale [33][34][35][36]. Il 
est proposé que ces isoformes inactifs jouent un rôle de dominant négatif pour la 
régulation de l'activité de DNMT3b [34][37]. Récemment, les travaux de Van Emburg 
ont démontré un rôle pour les variants des DNMT3b inactifs. Ces derniers modifient 
la capacité des variants actifs de DNMT3b à se lier à l’ADN, à s’homodimériser et à 
interagir avec DNMT3L (voir ci-après) [38]. Ainsi, l’expression de ces variants 
20 
 
d’épissage fonctionnerait comme un rhéostat, modulant l’activité des formes actives 
de DNMT3b. Les isoformes DNMT3a2 et DNMT3b1 s'expriment fortement durant 
l'embryogénèse puis subissent une répression jusqu'à devenir indétectable dans les 
tissus somatiques [32]. Les autres isoformes montrent une expression modeste 
tissus-spécifique, à l'exception de DNMT3a qui reste faiblement détectable de 
manière ubiquitaire [32]. L'expression des DNMT3a et DNMT3b n'est pas conservée 
dans tous les tissus somatiques après les premières étapes du développement et 
Chen propose en 2003 que DNMT1 et DNMT3a, en accord avec leurs patrons 
d'expression, sont responsables du maintien de la méthylation dans les tissus 
adultes [34]. 
La partie N-terminale des DMNT3a et DNMT3b est plus courte que celle de DNMT1 
(Figure 5). Ces deux enzymes ont été montrées comme interagissant avec HDAC1 
(à l'instar de DNMT1) et RP58 qui est un répresseur transcriptionnel de la famille des 
protéines à doigt de zinc [31][39]. Ceci suggère fortement que ces deux enzymes 
sont capables de réprimer la transcription indépendamment de leur activité 
catalytique. De plus, la modification post-traductionelle de DNMT3a et -3b intervient 
par l’action de SUMO-1 qui va entraîner leur sumoylation. Même si l’effet de cette 
modification est inconnu pour DNMT3b, Ling et al. décrivent que celle-ci empêche 
l’interaction HDAC1 / DNMT3a et bloque sa fonction d’inhibition de la transcription 
[40].  
En 2009, les travaux de Jeong ont démontré que les DNMT3a et -3b sont fortement 
associées aux nucléosomes contenant de l’ADN méthylé [41]. La même équipe 
montrera plus tard que cette association permet de limiter la présence de DNMT3a et 
-3b libre dans le nucléoplasme et de stabiliser la protéine [42]. De plus, le 
rapprochement des deux enzymes au niveau des nucléosomes entraîne une 
augmentation de leur activité catalytique respective [42].  
Un troisième membre de la famille des DNMT3 a été identifié à la suite du 
séquençage du génome humain au début des années 2000 [43]. Le gène situé au 
locus 21q22.3 code pour une protéine qui, bien que partageant une certaine 
homologie avec DNMT3a et DNMT3b (surtout au niveau de leur partie C-terminale), 
diffère néanmoins par l'absence d'une partie des motifs IV et VI, entrainant l'absence 
totale de toute activité catalytique [44]. Ainsi, cette DNMT fut nommée DNMT3L 
(DNA (cytosine-5-)-methyltransferase 3 like) et ne correspond donc pas à une 
enzyme. Hata et al. démontrent dans leurs travaux de 2002 que la perte de DNMT3L 
dans une lignée murine entraîne une perte de l'empreinte génomique maternelle, 
prouvant que cette protéine joue un rôle crucial dans la méthylation de novo [44]. 
Dans ces mêmes travaux, les auteurs illustrent qu’en l'absence des DNMT3a et -3b, 
21 
 
DNMT3L montre une localisation cytoplasmique, alors qu'une co-transfection des 
trois enzymes entraîne leur co-localisation au niveau de l'hétérochromatine. Ceci 
suggère fortement une interaction entre ces trois protéines. En effet, au-delà de la 
simple colocalisation, la surexpression de DNMT3L stimule la méthylation de novo 
par l'action des DNMT3a et DNMT3b [45]. Par des approches de double hybride et 
de co-immunoprécipitation, Chen et al. démontrent en 2005 que DNMT3L stimule la 
méthylation de novo, que cette stimulation nécessite forcement une forme 
catalytiquement active de DNMT3a ou DNMT3b et enfin que cette stimulation se fait 
via  une interaction directe entre les domaines C-terminaux des deux protéines [45]. 
Bien que les modalités de cette interaction restent majoritairement obscures, Cheng 
et Blumenthal apportent dans le cas du complexe DNMT3a-DNMT3L, une analyse 
structurelle qui apporte quelques éclaircissements. L’interaction des DNMTs 3a et 3L 
conduit  à la formation d’un tétramère 3L-3a-3a-3L. La conformation de ce tétramère 
stabilise la boucle formée au niveau du domaine catalytique de DNMT3a et 
augmente la liaison à la S-adénosyl-L-méthionine [46].  
 
 





De plus, les travaux d’Ooi et al. permettent de faire le lien entre méthylation de novo 
et l’activité transcriptionnelle d’un gène. Les gènes transcriptionnellement actifs ne 
possèdent pas de nucléosomes au niveau de leur promoteur ce qui permet la 
reconnaissance et l’ancrage de la machinerie de transcription. Or, Ooi démontre que 
le complexe DNMT3a :DNMT3l est recruté au niveau des nucléosomes et plus 
spécifiquement, que DNMT3l peut reconnaitre des marques d’hétérochromatine 
portées par les queues des histones H3 [49]. Ce ciblage permet le recrutement de 
DNMT3a et la méthylation de novo de la séquence transcriptionnellement inactive. 
Ceci éclaire le fait que la méthylation de novo n’est probablement pas le premier 
mécanisme de répression à se mettre en place, mais qu’il est vraisemblablement 
précédé de modifications de la chromatine. De plus, ceci explique en partie comment 
la transcription d’un gène la protège de la répression par méthylation de son 
promoteur. 
Figure 6 : Localisation nucléaire des différentes DNMTs. 
DAPI : marqueur de l’ADN ; PCNA : marqueur des fourches de réplication de l’ADN ; maj. sat. : major satellite 
repeats. Merge :  superposition des différents signaux de fluorescence [47,48]. 
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d) La méthylation de l’ADN : au maintien des marques de méthylation dans 
le génome 
DNMT1 (DNA (cytosine-5-)-methyltransferase 1) est historiquement la première 
DNMT à avoir été clonée à partir de cellules murines et constitue la seule 
représentante de la classe des DNMTs de maintenance, stricto sensu  [50]. Son rôle 
de méthyltransférase de maintenance repose sur plusieurs caractéristiques qui la 
distinguent des autres DNMTs:  
- sa délétion dans des cellules souches murines entraîne la perte de la quasi 
intégralité des marques de méthylation au fil des divisions cellulaires [51]. 
- elle possède une affinité supérieure pour l'ADN hémi-méthylé [52]. 
- elle est la seule méthyltransférase présente au niveau de la fourche de réplication, 
dû à son interaction avec le Proliferating Cell Nuclear Antigen (PCNA) [29]. 
DNMT1 est la plus grande des DNMTs (1616 aa pour la forme humaine), grâce 
notamment à son long domaine N-terminal (le plus long parmi toutes les DNMTs, 
Figure 5). Ce domaine contient de multiples séquences d’interaction avec l’ADN ou 
avec des protéines [29].  
Brièvement, le TRD (Target Recognition Domain) est le domaine de reconnaissance 
et de liaison à l’ADN, situé à proximité du domaine d’interaction avec PCNA. Suit le 
domaine de liaison aux protéines à doigt de zinc (Zn binding) qui est le site de 
reconnaissance pour les protéines Rb, HDAC1 et HDAC2 (histones déacétylases), 
présentant une activité de répresseurs transcriptionnels. Le domaine Replication Foci 
targetting domain (RFTD) contient la séquence nécessaire au recrutement de 
DNMT1 au niveau de la fourche de réplication. La fin du domaine N-terminal contient 
deux domaines Bromo-Adjacent Homolgy (BAH) qui sont retrouvés chez des 
protéines régulant l’état de la chromatine et serviraient à l’interaction avec d’autres 
complexes protéiques impliqués dans cette fonction. Nous pouvons donc ici 
constater que DNMT1 interagit avec des répresseurs transcriptionnels, des protéines 
chargées de la modification des histones et que son action va au-delà de son activité 
méthyltransférase.  
Située au locus 19p13.2, la transcription du gène dnmt1 est activée par le facteur de 
transcription E2F et réprimée par la protéine Rb [53]. Dnmt1 est aussi régulée 
transcriptionnellement par P53. P53 inhibe l’expression de DNMT1 et cette inhibition 
est levée par la protéine Sp1 (Specificity protein 1) de fait que le ratio P53/Sp1 va 
être déterminant pour le niveau d’expression de cette protéine [54][55]. Ces 
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mécanismes de  régulation jouent un rôle crucial dans les processus de 
carcinogénèse. Enfin, l’expression de DNMT1 peut être régulée de manière post-
transcriptionnelle : Torrisani et al. ont montré en 2007 que la partie 3’-UTR (partie 
terminale de l’ARN messager, non traduite en séquence d’acides aminés) est la cible 
de AUF1 (AU-rich element RNA binding protein) accélérant la dégradation du 
transcrit par son envoi aux exosomes [56].  
Différents variants de transcription de DNMT1 sont exprimés en fonction du contexte 
cellulaire: un variant "pleine taille" est exprimé dans les cellules somatiques, alors 
qu'un variant spécifique de l'oocyte conduit à la perte des 3 premiers exons et donc 
des 118 premiers acides aminés de la partie N-terminale [57][58][59]. DNMT1 
s’exprime constitutivement dans les cellules en prolifération et de manière ubiquitaire 
dans les tissus somatiques avec un pic d’expression durant la phase S du cycle 
cellulaire [60][61]. La localisation de DNMT1 varie en fonction du cycle cellulaire : 
l’enzyme est diffuse dans le nucléoplasme durant les phases G1 et G2 mais se 
relocalise aux foci de réplication durant la phase S, grâce au domaine Replication 
Foci targeting domain décrit plus haut (Figure 6) [62]. In vitro, DNMT1 est à la fois 
capable de méthyler l’ADN hémi-méthylé et non méthylé mais avec une activité 
jusqu'à 50 fois supérieure pour un substrat hémi-méthylé [52]. Cette activité, 
associée à son interaction avec PCNA et sa séquence de recrutement à la fourche 
de réplication donne à DNMT1 sa fonction de méthyltransférase de maintenance, 
garante de l’héritabilité des patrons de méthylation à travers les divisions cellulaires. 
En plus d’une régulation transcriptionnelle et post-transcriptionnelle, DNMT1 est la 
cible de plusieurs modifications post-traductionnelles, détaillées par Kinney et al. en 
2011 [63]. En effet, la lysine 142 de DNMT1 peut être méthylée par la 
méthyltransférase SET7 à la fin de la phase S et conduit à la déstabilisation de la 
protéine (par ubiquitination de la protéine puis dégradation au protéasome). Cette 
marque peut être enlevée par la lysine-specific demethylase 1 (LSD1). La serine 
adjacente (sérine 143) est sujette à phosphorylation par AKT durant le cycle 
cellulaire et la forme phosphorylée de DNMT1 montre une demi-vie plus grande que 
la forme méthylée. De plus, la sérine 515 peut aussi être phosphorylée par une 
kinase (non identifiée) et conduit à une augmentation de son activité catalytique in 
vitro. Enfin, DNMT1 peut être sumoylée sur plusieurs lysines par SUMO-1 et ceci 
aurait pour conséquence d’augmenter son affinité pour l’ADN. 
Enfin, une dernière catégorie de DNMT est fréquemment décrite dans la littérature 
comme « l’énigmatique classe DNMT2 ». Cette appellation trouve son origine dans 
l’absence totale d’activité méthyltransférase de l’ADN de cette enzyme, qui contraste 
avec sa très forte similarité de séquence protéique avec les autres DNMTs. En effet, 
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la délétion de DNMT2 dans des cellules ES n’a aucun impact sur l’établissement et la 
maintenance des marques de méthylation de l’ADN [64]. Suite à d’intenses 
recherches, il s’est avéré que DNMT2 n’était en fait pas une DNMT mais une enzyme 
capable de méthyler les ARNs de transfert [65–67]. Suite à cette observation, 
DNMT2 a été renommée TRDMT1 (tRNA aspartic acid methyltransferase 1) par le 
consortium HUGO gene nomenclature. 
e) Un modèle à décompartimenter ? 
Au fil des avancées, un modèle consensus s’est peu à peu mis en place selon lequel 
les marques de méthylation sont établies au cours du développement par les DNMT-
3a et -3b, puis maintenues au fil des divisions cellulaires, du développement et du 
vieillissement par DNMT1. Néanmoins, différentes observations soulèvent des 
questions auxquelles le modèle présenté plus haut ne peut donner de réponses 
satisfaisantes.  
En 1998, les travaux de Riggs démontrent que dans une population clonale de 
cellules en culture, certains CpG non-méthylés le deviennent après plusieurs 
générations et à l’inverse, des sites méthylés perdent leurs marques au fil des 
divisions cellulaires [68]. Cette hétérogénéité observée dans la copie du patron de 
méthylation introduit la notion de labilité des marques de méthylation et une certaine 
liberté (ou taux d’erreur) de DNMT1 dans son action. Pertinemment, Jones et Liang 
soulignent que chaque système de copie présent dans la nature possède en général 
un système couplé de correction d’erreurs (comme lors de la réplication de l’ADN) et 
qu’il serait étonnant de ne pas en retrouver un concernant la méthylation de l’ADN 
[69].  
Rhee et al. montrent en 2000 que l’invalidation de DNMT1 dans un modèle de 
cellules cancéreuses humaines n’entraîne une diminution que de 20% de la 
méthylation au fil des passages cellulaires, alors que nous avons vu précédement 
que son invalidation dans des cellules ES murines provoquait une déméthylation 
beaucoup plus importante [70]. Ceci sous-entend qu’un autre système est capable 
de reproduire la fonction de DNMT1, au moins dans un contexte de cellules 
cancéreuses.   
Enfin, en se basant sur un système parfait de recopie du patron de méthylation, il ne 
devrait théoriquement subsister aucun site hémiméthylé après la réplication du 
génome, chacun d’entre eux étant immédiatement reconnu par DNMT1 lors de la 
réplication et méthylé. Or des travaux ont démontré que l’invalidation des enzymes 
DNMT3a et DNMT3b conduit à une forte élévation du nombre de sites hémi-méthylés 
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dans les séquences répétées de cellules murines [71]. De plus, cette même 
invalidation conduit à une perte progressive des marques de méthylation au fil des 
divisions cellulaires, suggérant fortement que les enzymes impliquées dans la 
méthylation de novo interviennent aussi dans la maintenance de ces marques 
épigénétiques [34].  
Ainsi, DNMT1 semble requérir l’action des méthyltransférases de novo pour 
accomplir sa fonction, remettant en cause le 
dogme selon lequel DNMT1 est la seule garante 
de la maintenance de ces marques au fil des 
divisions cellulaires et nécessitant une évolution du 
modèle actuel. Sur la base sur toutes ces 
observations, Jones et Liang proposent un modèle 
moins compartimenté, où DNMT1 reste la 
principale méthyltransférase de maintenance 
recrutée au niveau de la fourche de réplication 
[69]. DNMT1 y « lis » le patron de méthylation de 
manière concomitante à la synthèse de l’ADN. 
Seulement, la forte concentration de cytosines 
méthylées (au niveau notamment des séquences 
répétées) nécessite une cinétique enzymatique 
très rapide que DNMT1 n’est pas capable 
d’effectuer, induisant un taux d’erreur dans la 
copie de ce patron. La présence des DNMT3a et -
3b aux nucléosomes présentant des modifications 
d’histones adéquates et de l’ADN méthylé permet, 
une fois la synthèse terminée et la copie 
(imparfaite) du patron de méthylation effectuée, de 
méthyler les sites « oubliés » par DNMT1. 
f) Les enzymes reconnaissant les marques de méthylation 
Comme décrit plus haut, la méthylation de l’ADN est principalement associée à une 
répression transcriptionnelle. Cet effet répresseur n’est pas intrinsèque à la 
modification des cytosines mais dépend de la reconnaissance et de l’interprétation 
du patron de méthylation par des protéines spécifiques [72][73]. Les methyl-CpG 
Binding Proteins jouent donc l’intermédiaire entre les marques de méthylation 
apposées sur le génome et de plus gros complexes protéiques portant le rôle 
Résumé 
L’établissement et la 
maintenance de la méthylation 
de l’ADN est sous la 
responsabilité de trois 
enzymes : DNMT1, -3a et -3b.  
L’expression et l’activité de ces 
enzymes est soumis à une 
régulation transcriptionnelle, 
post-transcriptionnelle, à des 
modifications (par 
phosphorylation, ubiquitination, 
sumoylation) ainsi qu’à une 
régulation par l’interaction avec 
des cofacteurs protéiques 
notamment via le domaine N-
terminal des DNMTs. 
Enfin, un dernier niveau de 
régulation de l’activité des 
DNMTs correspond à 
l’expression de différents 
variants d’épissage dont 
certains, dépourvu d’activité 
catalytique, vont modifier 
l’activité des isoformes actives.  
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effecteur. Cette superfamille de protéines est divisée en trois branches distinctes, 
basées sur leur structure et leur mode d’action [74][72]. Ces trois familles sont : 
- Les protéines contenant un methyl binding domain (MBD). 
- Les protéines liant les mCpG via   un SET and RING finger-associated 
domain (SRA). 
- Les protéines à doigts de zinc liant les mCpG. 
La diversité des interactions possibles entre les différents membres des methyl-CpG 
Binding Proteins et les autres acteurs de la répression transcriptionnelle me contraint 
ici à rester synthétique dans la description des mécanismes d'action (pour revue, lire 









SETDB1 MCAF1, KAP1, AKT et DNMT3a  [76] [77] [78] [79] 
SETDB 2 Non décrit 
BAZ2A HDAC1 CpG [80] 
BAZ2B Non décrit 
MeCP2 Sin3A, NCoR, c-Ski et CREB-1 [81][82][83] [84] 
MBD 1 
Suv31h1-HP1 ou SETDB1(directement),  HDAC1 et 
HDAC2(indirectement) [85][86] 
MBD 2 Mi2/NuRD 
MBD 3 
Incapable de lier l’ADN [87], 
s’associe à Mi2/NuRD et à des gènes transcriptionnellement actifs 
[88] 
MBD 4 Sin3a et HDAC1 [89] 
MBD 5 Incapable de lier l'ADN méthylé [90] 







NIRF/UHRF2 cyclines (A2, B1, D1 et E1), CDK2, 4 et 6), pRB, p53, PCNA, 

















Kaiso N-cor [96] 





v. Les protéines contenant un methyl-binding domain (MBD) 
Cette famille comprend 11 membres qui eux-mêmes peuvent être repartis en trois 
sous familles : 
- Les histone méthyltransférases à MBD 
Tableau 3 : Les différentes protéines reconnaissant les marques de méthylation de l’ADN.
29 
 
Les deux membres de cette famille (SETDB1 et 2) sont capables d’induire la 
compaction de la chromatine par leur activité histone méthyltransférase intrinsèque 
[97][98]. Alors que très peu de données sont disponibles pour SETDB2 de par sa 
caractérisation récente [98], SETDB1 a été montré comme interagissant avec 
MCAF1[76] KAP1[77] AKT[78] et DNMT3a [79]. L’interaction avec ces protéines va 
aussi jouer un rôle dans la répression transcriptionnelle.  
MCAF1 (MBD1 containing chromatin associated factor 1) permet la formation d’un 
complexe MBD1:SETDB1:MCAF1 qui conduit à la conversion des di-methyl H3-K9 
portées par la queue des histones en tri-méthyl H3-K9 et provoque une compaction 
de la chromatine et une répression transcriptionnelle [76].   
KRAP1 est un facteur impliqué dans la régulation des KRAB-ZFP (Krüppel 
associated box domain zinc finger proteins) qui représentent le plus grand groupe de 
répresseurs transcriptionnels chez les mammifères [99]. Les promoteurs ciblés par 
ces protéines présentent une répression transcriptionnelle qui peut avoir lieu sur de 
très longues distances. Les mécanismes précis de cette répression sont encore 
obscurs à ce jour, notamment concernant les KRAB-ZFP impliquées, mais cet effet 
implique une triméthylation de la lysine 9 de la queue des histones H3 et l’action de 
l’heterochromatin protein 1 beta pour la propagation et le maintien de 
l’hétérochromatine [77].  
AKT est un effecteur de la voie des PI3 Kinases qui joue un rôle dans une multitude 
de processus physiologiques. Le résultat de l’interaction entre AKT et SETDB1 n’est 
pas encore très bien connu mais abouti à l’inhibition du facteur de transcription  
FOXO3 [78]. 
L’interaction entre SETDB1 et DNMT3a est ici un exemple d’une boucle renforçant 
l’établissement et le maintien de l’hétérochromatine. En effet, l’activité histone 
méthyltransférases intrinsèque SETDB1 va s’ajouter à l’activité méthyltransférase de 
novo de DNMT3b [79].   
- Les histone acétyltransférases à MBD 
Brièvement, ce groupe comprend deux membres BAZ2A et BAZ2B identifiés in silico 
par la recherche de motifs impliqués dans la régulation transcriptionnelle dépendant 
de la chromatine (bromodomaine) [100]. Malgré le fait que l’acétylation des histones 
soit associée à une forme active de la chromatine, la fonction principale de ces 
protéines est la répression de l’expression de l’ADN ribosomique nucléolaire 
[101][102][103][80]. En effet, bien que cela puisse paraitre contradictoire, BAZ2A 
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s’associe à HDAC1 et induit la modification de la 
chromatine au niveau nucléolaire qui sera suivie 
de la méthylation de certains résidus CpG [80]. 
- Les MeCP2 à MBD 
Cette famille porte le nom du premier membre 
identifié MeCP2, auquel doivent s’ajouter 6 autres 
membres identifiés par conservation de leur 
séquence génomique (nommés MBD1 à 6). 
Le cas de MeCP2 est très intéressant car les 
rôles décrits pour cette protéine sont très variés, 
du fait qu'elle interagit avec une myriade de co-
facteurs. Comme décrit dans la revue de 
Bagdanovic et al., ces interactions ont été 
découvertes sous des conditions de faible 
stringence et peuvent impliquer d'autres acteurs 
intermédiaires [75]. MeCP2 est capable de se 
fixer à l'ADN méthylé et recruter le complexe 
Sin3A, NCoR et c-SKi pour provoquer la 
répression transcriptionnelle par déacétylation 
des histones [81][82][83]. Par ces interactions, 
MeCP2 est proposé comme un répresseur transcriptionnel conduisant à 
l'établissement de région d'hétérochromatine. Les observations d'autres études ont 
néanmoins apporté une vision moins stricte de l'action de cette protéine : les 
cerveaux de souris invalidées pour MeCP2 ne montrent que des changements 
limités dans leurs profils d'expression génique [104]. De la même manière, l'analyse 
transcriptomique de fibroblastes de patients souffrants du syndrôme de Rett (Encart 
1) montrent une dérégulation de l'expression de seulement 70 transcrits [105]. Ces 
deux études indépendantes semblent donc indiquer que les cibles régulées par 
MeCP2 sont minoritaires dans le génome et que cette protéine n'est pas un 
répresseur global de la transcription, mais ciblerait certaines régions génomiques 
pour en réguler l'expression. 
En 2008, Chahrour et al. ont montré dans des modèles murins que MeCP2 contrôle 
l'expression de plusieurs centaines de transcrits dans l'hypothalamus et que pour 
85% d'entre eux, MeCP2 active leur transcription vraisemblablement par une 
interaction avec le facteur de transcription CREB-1 [84]. Cette dernière étude va à 
l'encontre du rôle proposé jusqu'à lors pour MeCP2. Pourtant, plusieurs observations 
Encart 1 - Le syndrôme de Rett 
Le syndrôme de Rett est un 
trouble dominant liée à l'X qui 
apparait avec une prévalence 
allant de 1/10000 à 1/15000 
des naissances, et presque 
exclusivement chez les 
femmes. Le syndrome se 
caractérise par un 
développement normal jusqu'à 
environ 6-18 mois suivi d'une 
période de stagnation et de 
régression du développement 
intervenant dans les 3 
premières années de la vie.  
Les caractéristiques de ce 
syndrome comprennent la perte 
de la parole et de la motricité, 
des malformations cranio-
faciales, des mouvements 
stéréotypés des mains, des 
convulsions, des difficultés 
respiratoires, une scoliose et un 
retard de croissance.  
Des mutations de la protéine 
MECP2 ont été trouvées chez 
environ 65 à 77% des patients 





étayent le rôle proposé par les auteurs. I : les gènes surexprimés dans un modèle 
surexprimant MeCP2 sont réprimés dans le modèle murin invalidé ; ii : l’approche 
d'immuno-précipitation de chromatine confirme que l'activation de la transcription 
corrèle avec la liaison de MeCP2 au promoteur du gène. Les auteurs étudient aussi 
la possibilité que l'activation transcriptionnelle soit due à la répression d'un 
répresseur transcriptionnel (provoquant alors une perte d'inhibition indirecte) mais 
aucun répresseur transcriptionnel ne semble ciblé par MeCP2 d'après leur analyse 
transcriptomique. Ainsi, le rôle joué par MeCP2 semble moins consensuel que prévu 
mais l'absence d'autres études corrélant ce rôle activateur de la transcription conduit 
à la nécessité de confirmer ces résultats contradictoires. 
La protéine MBD1 possède 13 isoformes qui diffèrent selon le nombre de domaines 
en doigts de zinc de type CXXC. Les isoformes en possédant 2 sont capables de se 
lier à l'ADN méthylé alors que celles en portant trois se lient à l'ADN 
indépendamment de leur état de méthylation [106]. MBD1 s'associe à des complexes 
de modification de la chromatine tels que Suv31h1-HP1 ou SETDB1 (deux histone 
méthyltransférases) et indirectement  aux HDAC1 et HDAC2 (histones déacétylases) 
pour effectuer son action répressive [85][86].  
Les protéines MBD2 et 3 possèdent une grande homologie dans leur séquence 
protéique avec 70% de similarité [107]. Pourtant, MBD3 n'est pas capable de se lier 
à l'ADN méthylé, dû à l’altération de son methyl binding domain [87]. Ces deux 
protéines interagissent avec le complexe Mi2/NuRD qui possède des activités 
histone déacétylase de remodelage de la chromatine ATP-dépendante. En 2013, 
Gunther et al. démontrent que, en accord avec cette différence d'affinité, MBD2 est 
retrouvée au niveau de promoteurs méthylés alors que MBD3 se localise au niveau 
de promoteurs exempts de ces marques. MBD2 convertit la chromatine ouverte en 
chromatine compactée. De plus, l'analyse transcriptomique suite à une approche 
d'ARN interférence contre ces deux protéines indique que MBD2 est associée à des 
gènes réprimés alors que MBD3 est associée à des gènes transcriptionnellement 
actifs [88]. Ces résultats sont en adéquation avec une étude précédente montrant 
que la déplétion de MBD3 dans des cellules ES murines entraîne une baisse 
d'expression pour une majorité de gènes [108]. Ainsi, malgré une association 
similaire au complexe NuRD, il ressort un rôle différentiel entre les deux complexes 
formés par MBD2 et MBD3.  
La sous-représentation des CpG dans le génome est due à un phénomène de 
déamination spontanée qui induit la mutation des met-CpG en TpG et des CpG en 
UpG conduisant à un mésappariement. MBD4 est une thymidine glycosylase qui agit 
comme une protéine de réparation de l'ADN et cible ces deux types de 
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mésappariements [109]. Aucune activité de répression transcriptionnelle n'avait été 
démontrée, mettant MBD4 en marge des protéines de la même famille jusqu'aux 
travaux de Kondo et al. qui démontrent que MBD4 peut recruter Sin3a et HDAC1 afin 
d'effectuer une répression transcriptionnelle au niveau des promoteurs des gènes 
p16(INK4a) et hMLH1 [89]. Les auteurs concilient les deux fonctions de MBD4 en 
proposant l'hypothèse selon laquelle cette protéine localise au niveau de sites 
sensibles (proto-oncogènes, séquences répétées) et réprime leurs transcription. De 
plus, l'activité thymidine glycosylase permet d'assurer un maintien de sa présence à 
ces sites, nécessitant un ciblage méthylation-dépendant [89].  
Deux autres MBDs (MBD5 et MBD6) ont été affiliées à cette famille due à leurs 
conservation de séquence et à la présence d'un methyl binding domain [100][110].  
Peu de données sont disponibles sur ces deux protéines. Les travaux de Laget et al. 
démontrent l'existence de deux isoformes de MBD5 (de 230 et 110 kDa)  qui sont 
différentiellement exprimés durant l'embryogénèse murine [111]. MBD5 et 6 
localisent au niveau de l'hétérochromatine mais sont incapables de lier l'ADN 
méthylé, ce qui avait déjà été prédit par l’analyse de leur séquence dans des travaux 
précédents [90]. Néanmoins, il est prudent de penser que leur expression et leur 
localisation jouent un rôle au niveau cellulaire. En effet, une étude de cas cliniques 
de 2011 rapporte que la perte de MBD5 chez une patiente est liée à un défaut 
développemental, incluant un retard mental, une malformation cranio-faciale et des 
troubles du comportement [112]. 
vi. Les protéines liant les mCpG via  un SET and RING finger-associated domain 
(SRA). 
Les protéines contenant un domaine SET and RING finger-associated (SRA) sont au 
nombre de deux : UHRF1 et UHRF2 (Ubiquitin-like, containing PHD and RING finger 
domains, 1 et 2). La capacité du domaine SRA à se lier à l’ADN méthylé a été mis en 
évidence dans le cancer du sein où UHRF1 se lie au promoteur du gène EGR2 et où 
sa localisation corrèle avec l’hyperméthylation de ce promoteur [91]. UHRF2 a par la 
suite été identifiée grâce à son homologie avec le domaine SRA de UHRF1 [113].  
UHRF1 a été décrite comme interagissant avec HDAC1, qu’elle recrute au niveau 
des promoteurs afin de réprimer ces derniers par déacétylation des histones [91][92]. 
Mais le rôle de UHRF1 ne semble pas s’arrêter là, du fait qu’il a été démontré plus 
tard qu’elle avait une affinité particulière pour l’ADN hémiméthylé et qu’elle est 




UHRF2 (ou NIRF pour Np95/ICBP90-like RING finger protein) est une ubiquitine 
ligase qui joue peut-être le rôle le plus important parmi les protéines reconnaissant 
l’ADN méthylé. En effet, UHRF2 est une protéine interagissant avec un grand 
nombre de protéines : différentes cyclines (A2, B1, D1 et E1), des cyclin-dependent 
kinases (CDK2, 4 et 6), les protéines pRB, p53 et PCNA, les différentes DNMTs (1, 
3a et 3b), HDAC1 et l’histone H3 [95]. De part ces interactions, UHRF2 est à 
l’interface de différentes voies de signalisation cellulaire : la progression dans le cycle 
cellulaire (de par son interaction avec les cyclines), le système ubiquitine/protéasome 
par son activité ubiquitine ligase et l’épigénétique (par son association aux DNMTs et 
à l’ADN méthylé). Très brièvement, UHRF2 est capable de se lier à différentes 
protéines du cycle cellulaire et de réguler leur demi-vie par l’envoi au protéasome par 
ubiquitination. UHRF2 serait aussi capable d’intégrer l’état de la chromatine par 
lecture des marques de méthylation de l’ADN et des histones. L’interaction avec 
HDAC1 laisse aussi envisager que cette protéine pourrait intervenir sur cet état 
chromatinien. Ainsi, par son rôle de « protéine interface », UHRF2 recouperait les 
informations épigénétiques et protéiques (protéines du cycle cellulaire) et influerait 
sur la décision de progresser dans le cycle par dégradation de ces facteurs 
cellulaires.  
vii. Les protéines à doigts de zinc liant les mCpG. 
Les protéines de cette famille sont capable de se lier à l'ADN méthylé par le biais 
d'un domaine à doigts de zinc [114]. La protéine Kaiso a été la première identifiée et 
la conservation de ce domaine à doigts de zinc a conduit à l'identification de deux 
autres membres ZBTB4 et ZBTB38 (zinc finger and BTB domain containing 4 et 38) 
[115]. Alors que ZBTB4 et ZBTB38 se lient à l'ADN méthylé, Kaiso peut se lier aussi 
bien à l'ADN non méthylé [116]. Kaiso s'associe au complexe N-cor pour effectuer sa 
répression transcriptionnelle par une déacétylation et une méthylation des histones 
[96]. Très peu de données sont disponibles concernant le mode d'action de ZBTB4 et 
ZBTB38. Une approche d'immuno-précipitation de chromatine situe ces protéines au 
locus H19/igf2 qui est soumis à l'empreinte génomique parentale et leur transfection 
dans un modèle in vitro de gène rapporteur conduit à une répression 
transcriptionnelle [115].  
Il est intéressant de noter que ces protéines peuvent agir selon différents 
mécanismes: soit par une activité intrinsèque (modification des queues des histones 
par exemple), soit en jouant le rôle d'adaptateur pour l'assemblage de plus gros 
complexes, soit les deux. La conséquence de la méthylation de l’ADN va donc 
dépendre de l’assemblage de ces facteurs, qui feront le lien entre méthylation de 
l’ADN et remodelage de la chromatine. 
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g) La méthylation de l’ADN dans les processus physiologiques 
Comme nous l’avons vu dans l’introduction, l’épigénétique selon la définition de 
Conrad Waddington correspond à l’étude de tous les évènements cellulaires qui vont 
permettre une complexification du zygote, comme des couches que l’on ajouterait 
successivement. En partant de l’état cellulaire le moins différencié possible, Tsumura 
et al. ont montré que les cellules ES ne portant aucune marque de méthylation de 
l’ADN restent viables in vitro montrant que cette méthylation n’est pas vitale à un état 
indifférencié [117]. En revanche, lorsque l’on induit la différenciation in vitro de ces 
cellules, elles entrent irrémédiablement en apoptose montrant que les marques de 
méthylation sont essentielles dans les processus de différenciation cellulaire [51]. De 
ce fait, la méthylation de l’ADN joue un rôle prépondérant dans cette complexification 
cellulaire et Hackett et Surani expliquent dans leurs travaux que les profils de 
méthylation de l’ADN vont peu à peu permettre la mise en place d’une identité 
cellulaire et engager un ensemble de cellules sur une voie de différenciation, de 
complexification qui leur sera propre [118]. Comment la méthylation de l’ADN  
intervient-elle dans la mise en place cette différenciation ? 
La rencontre du spermatozoïde avec l’ovule va conduire à la fertilisation de ce 
dernier et au partage des deux génomes haploïdes. Ces deux génomes, hérités du 
père et de la mère vont respectivement porter des marques de méthylation, propre 
au type cellulaire « ovule » ou « spermatozoïde ». Ainsi la mise en place progressive 
d’un profil de méthylation pour aiguiller les cellules indifférenciées vers un lignage 
spécifique nécessite d’abord une remise à zéro pour permettre de partir de cellules 
pluripotentes. Cette déméthylation globale a lieu peu après la fertilisation de l’ovule 
(au stade E3.5 chez la souris). Le phénomène de déméthylation global est encore 
sujet à de nombreux travaux mais les mécanismes sous-jacents sont de mieux en 
mieux décrit. Deux voies synergiques fonctionnent en parallèle, une voie passive qui 
correspond à l’arrêt de la maintenance de la méthylation au cours des divisions 
cellulaire et qui entraîne une perte progressive de ces marques au fil des cycles 
cellulaires et une voie active mettant en jeu les protéines TET (Ten Eleven 
translocation proteins). Ces dernières convertissent les méthyl-cytosines en 
hydroxyméthyl-cytosines qui seront remplacées par une cytosine non méthylée 
[118][119]. Des études ont montré que lors de la fertilisation, le génome paternel 
subit une déméthylation globale très rapide, précédant la réplication de l’ADN alors 
que le génome maternel montre une déméthylation très progressive au fil des 
divisions cellulaires [120,121]. Ceci irait donc dans le sens d’une déméthylation 
active concernant le génome paternel et passive pour le génome maternel. Au 
moment de l’implantation de l’embryon, le génome des cellules va peu à peu se 
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méthyler : c’est la méthylation de novo que nous avons décrit précédemment faisant 
intervenir les enzymes DNMT3a et -3b. La mise en place progressive de ces 
marques de méthylation va ainsi aiguiller les cellules indiffenciées vers un lignage 
spécifique. Chez la souris plusieurs études ont montré que la majorité des 
évènements de méthylation de l’ADN ont lieu avant le stade embryonnaire E6.5. En 
prenant plus spécifiquement l’exemple de la différenciation neuronale, la majorité des 
promoteurs méthylés dans les neurones le sont déjà dans les progéniteurs neuraux. 
Ainsi, la méthylation de l’ADN jouerait une rôle à un stade très précoce dans la 
restriction des lignages cellulaires vers lesquels se différencier, plutôt que dans la 
restriction successive des lignages vers un type cellulaire bien précis [122,123]. 
 
La façon dont sont choisies les séquences qui vont êtres méthylées n’est pas encore 
totalement compris mais nous pouvons imaginer deux scenarii : une méthylation «par 
défaut», au hasard, où les gènes transcriptionnellement actifs sont protégés d’une 
répression par méthylation; ou bien un ciblage de certaines régions par des facteurs 
cellulaires qui vont induire sa répression. De récents travaux étayent cette dernière 
hypothèse qui ferait intervenir une modification locale de l’état de chromatine  [124], 
le ciblage de certaines régions par des facteurs de liaison à l’ADN, [125] la nécessité 
d’une transcription du gène à réprimer [126] ainsi que le guidage de la machinerie de 
méthylation par des ARNs non codant. La plupart de ces mécanismes agirait de 
manière synergique afin de maintenir un état de la chromatine ouvert et/ou 
Figure 6 : Variation temporelle du niveau global de cytosines méthylées dans le génome (Adapté de Hackett 
et Surani [118]). 
E : Stade embryonnaire murin (en jours). 
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reconnaissable par les DNMTs. Un argument démontrant la possibilité du ciblage de 
la méthylation de l’ADN correspond à l’interaction DNMT3b/CENP-C. CENP-C 
(Centromere protein C1) est une protéine constitutive des centromères et est 
reconnue par le domaine N-terminal de DNMT3b. Cette interaction est confirmée par 
le fait que l’invalidation de DNMT3b et CENP-C conduit à la perte de méthylation des 
régions centromériques et pericentromériques [127].   
Deux phénomènes développementaux faisant intervenir la méthylation de l’ADN 
comme médiateur de la mise en silence de certaines régions du génome différent un 
peu de ce modèle : les gènes soumis à l’empreinte parentale et l’inactivation du 
chromosome X chez la femme.   
i. L’empreinte génomique parentale 
L’empreinte génomique parentale est un mécanisme épigénétique développemental 
permettant à un groupe restreint de gènes de ne pas suivre les lois d’héritabilité 
mendélienne. Ces gènes sont exprimés de manière mono-allénique et parentale-
dépendante. Ainsi, pour un locus donné, seul l’allèle hérité du père OU de la mère 
sera exprimé. Leur étude est très complexe car cette empreinte peut être tissu-
dépendante, développement-dépendante ou espèce-dépendante. Par exemple chez 
la souris, les deux allèles (paternels et maternels) du gène igf2r vont être exprimés 
avant l’implantation de l’embryon, puis l’allèle paternel sera mis sous silence. Ce 
dernier sera ré-exprimé uniquement dans les neurones post-mitotiques (pour revue, 
lire Koerner et Renfree [128][129]). La liste de ces gènes ne cesse de s’allonger mais 
chez l’Homme, si 240 gènes sont proposées comme soumis à l’empreinte, seuls 87 
ont été validés (http://www.geneimprint.com).   
D’un point de vu génétique, les gènes soumis à l’empreinte parentale sont le plus 
souvent retrouvés en clusters et la répression par hyperméthylation de l’ADN se fera 
sur une grande séquence génomique. De plus, ces régions montrent un 
enrichissement massif en îlots CpG (88% contre seulement 50-60% pour les autres 
gènes) et sont fréquemment encadrés par des séquences répétées [130][131]. Enfin, 
même l’établissement de leur méthylation peut différer d’un gène à l’autre : certains 
gènes acquerront un profil de méthylation au stade des cellules germinales alors que 
d’autres subiront des changements stade- et tissus-spécifiques [132]. Donc, l’étude 
de ces gènes n’est pas simple du fait qu’ils ne présentent pas de séquences 
spécifiques, que leur organisation génétique soit commune à d’autres régions du 
génome et que l’établissement spatio-temporel de leur profil de méthylation varie 
d’un gène à l’autre.  
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D’un point de vue mécanistique, la méthylation de l’ADN va jouer un rôle 
d’interrupteur pouvant inhiber différentes fonctions (Figure 7): 
-  Au niveau d’un cluster de gène, une région très précise peut contrôler 
entièrement l’expression des gènes environnant : l’ICE (imprinted control 
element, ou ICR : imprinted control region). Cet ICE peut être reconnu par des 
facteurs de liaison à l’ADN, tel que CTCF (CCCTC binding Factor) qui est un 
insulator, c'est-à-dire une protéine capable d’isoler une région d’ADN des 
effets d’un enhancer environnant. Dans le cas du cluster igf2/H19, l’ICE de 
l’allèle paternel est méthylé, ce qui va empêcher CTCF de lier à son site de 
reconnaissance et permettre au gène igf2 et à l’enhancer d’interagir, 
conduisant à la transcription du gène. Dans le cas de l’allèle maternel non 
méthylé, CTCF peut se lier bloquant cette interaction et inhibant la 
transcription génique de igf2.  
- Un second mécanisme est retrouvé au niveau du gène H13 (minor 
histocompatibility antigen H13) où l’ICE méthylé sur l’allèle maternel conduit à 
un transcrit pleine taille, alors que le non méthylé permet l’activation d’un 
promoteur intra-génique et conduit à l’expression du rétrogène mcts2 et à la 
polyadénylation prématurée de H13 (donnant une enzyme inactive). 
- Enfin, dans le cas de la région igf2r, l’ICE est situé au niveau du promoteur 
d’un gène codant pour une séquence d’ARN non codant (ARNnc). La 
méthylation de l’ICE sur l’allèle maternel conduit à une transcription d’igf2r et 
des gènes environnant ainsi qu’à la mise en silence des l’ARNnc. Sur l’allèle 
paternel, l’ICE non méthylé permet la transcription des ARNnc qui vont à leur 
tour mettre en silence les autres gènes du cluster (de manière similaire à 




ii. L’inactivation du chromosome X 
L’inactivation du chromosome X permet la compensation de dose des gènes 
exprimés sur ce chromosome. En effet, les individus mâles portent un seul de ces 
chromosomes et les individus femelles en portent deux copies. Dans le cas de 
certains gènes, l’expression du double de copies peut être problématique. Ce 
mécanisme a fait l’objet d’une excellente revue par Ng et al. [8]. 
Contrairement à l’empreinte génomique parentale, l’inactivation du X est aléatoire 
chez les mammifères mais nécessite tout de même un comptage de ces 
chromosomes. Les processus responsables ne sont pas encore clairement établis, 
Figure 7 : Mécanisme d’action de la méthylation de l’ADN dans le control de l’expression de gènes soumis à 
l’empreinte parentale. 
ICR / ICE : Imprinted control region / Imprinted control element ; Les sphères grisées représentent les 
cytosines méthylées,  les blanches représentent les cytosines non-méthylées ; Les flèches classiques 




mais ils sont contrôlés au niveau de la région Xic (X inactivation centre, Figure 8). 
Cette région comprend de nombreux éléments de régulation et son expression 
ectopique dans des cellules mâles permet d’initier l’inactivation du X. De récents 
travaux proposent un modèle pour le comptage et l’initiation de cette inactivation : les 
loci Xic permettent un rapprochement des deux chromosomes X. Leur interaction 
active la transcription d’un gène codant pour un ARNnc « Xist ». Cet ARN va alors 
littéralement recouvrir le chromosome X à inactiver. L’expression de cet ARN lorsque 
son gène est cloné sur un autosome conduit au recouvrement partiel du 
chromosome par Xist, ce qui indique qu’il n’y a pas de séquence spécifique reconnue 
pour l’appariement. En revanche, Xist ne va recouvrir entièrement que le 
chromosome X, de part sa forte concentration en séquences LINEs qui, par un 
mécanisme encore inconnu, vont amplifier la propagation de Xist depuis le Xic, sur 
tout le reste du chromosome (Figure 8). L’analyse fonctionnelle de Xist montre que 
sa capacité à recouvrir le chromosome X et à initier sa mise en silence sont deux 
fonctions indépendantes. Cette dernière est conditionnée par la structure en tige-
boucle qu’adopte cet ARN à son extrémité 5’ et qui servira de plateforme pour la 
liaison à des facteurs protéiques. A court terme, Xist permet la mise en place de 
l’hétérochromatine et la compaction du X inactif, mais cet effet n’est présent que 
dans les premières étapes du développement. Les facteurs recrutés par Xist 
appartiennent entre autre à la famille Polycomb et vont induire une mise en silence 
notamment via le remaniement de la chromatine, par hypoacétylation des histones.  
Le rôle de la méthylation de l’ADN dans l’inactivation du X est avéré depuis plus de 
30 ans mais le mécanisme sous-jacent est encore sujet d’intenses recherches. En 
1981, Mohandas et al. ont démontré que le traitement d’une lignée cellulaire avec un 
agent déméthylant de l’ADN (la 5-azacytidine) conduit à la réexpression génique de 
l’X inactif [133]. De plus, des études successives ont montré que les DNMT1 -3a et -
3b ne sont pas nécessaires à l’établissement du X inactif [134–136]. Nous pouvons 
donc déduire de ces résultats que l’initiation de la mise en silence de l’X inactif 
ne met pas en jeu la méthylation de l’ADN. Elle est due à l’action des protéines 
recrutées par Xist remaniant la chromatine ( pour revue, lire Ng et al. [8]) et la  
méthylation intervient à un stade plus tardif afin de maintenir cette répression au fil 





h) La méthylation de l’ADN : un mécanisme de répression uniquement ? 
Comme dit précédemment, 80% des cytosines sont méthylées dans le génome alors 
que seulement 5 à 10% des promoteurs possédant un îlot CpG sont hyperméthylés. 
Outre le fait que les séquences répétées du génome soient le principal réservoir de 
cytosines méthylées, il faut aussi considérer le fait que la méthylation de l’ADN 
intervient en dehors des ilots CpG dans les régions codantes du génome ainsi que 
dans des ilots CpG intra-géniques.  
En 2012, Peter Jones fait la revue de la méthylation de ces régions « extra-
promotrice ». Il souligne que beaucoup de gènes possèdent un site alternatif 
d’initiation de la transcription (TSS) situé dans leur région codante et que leur 
méthylation régulerait le choix du TSS, expliquant nombre de cas où la méthylation 
d’un gène au niveau de sa séquence promotrice ne reflète pas son niveau 
d’expression [26].  
Jones détaille aussi la présence d’îlots CpG intragéniques, dont la méthylation 
n’entraîne pas la répression transcriptionnelle du gène. Ces îlots, bien qu’en faible 
nombre, montrent une fréquence de méthylation pouvant aller jusqu'à 34% selon les 
tissus [137]. Ces sites de méthylation sont reconnus par MeCP2 (généralement 
associé à une répression de la transcription) alors que le gène est 
Figure 8 : Modèle de comptage, d’appariement et d’initiation de l’inactivation du Chromosome X (Adapté de 
Ng et al.  [8]). 




transcriptionnellement actif. Ainsi, l’élongation de la transcription ne serait pas 
inhibée par la méthylation de l’ADN et il existerait donc un paradoxe entre 
méthylation au niveau du promoteur et dans les régions intragéniques.  
Même si le rôle de la méthylation intragénique n’est pas clairement défini, des 
travaux récents montrent que les exons sont plus fréquemment méthylés que les 
introns et que la variation du niveau de méthylation se fait plus nette à la jonction 
exon/intron laissant imaginer un mécanisme inédit de régulation de l’épissage 
alternatif [138].  
Enfin, différents travaux rapportent la méthylation cyclique de promoteurs 
transcriptionnellement actifs [139,140]. Dans deux études, les auteurs décrivent une 
succession de cycles de méthylation/déméthylation apparaissant dans une échelle 
de temps de quelques dizaines de minutes. La déméthylation des promoteurs 
concernés corrèle avec des marques de chromatine ouverte et ferait intervenir les 
DNMT3a et -3b ainsi que la Thymidine glycosylase (TDG) pour enlever les marques 
de méthylation. Même si le rôle de la méthylation est ici inconnu, la cyclicité de ces 
marques démontre une fois de plus que la méthylation de l’ADN ne peut pas être 
résumée à un mécanisme de répression de l’expression génique. Son observation 
au niveau de promoteurs actifs et sa labilité semble démontrer un rôle à part entière 
dans le processus de transcription d’un gène.   
  
Résumé 
La méthylation de l’ADN ne présente pas d’activité répressive en soi. Elle requiert d’être « lue » par un 
ensemble de protéines qui porteront une fonction de répression de la transcription, ou pourront servir de 
plateforme pour le recrutement de plus gros complexes capables par exemple de modifier la chromatine. 
Impliquée dans la régulation spatio-temporelle de l’expression génique, la méthylation peut supporter 
quelques variations mécanistiques comme illustré par l’empreinte génomique parentale et l’inactivation du 
chromosome X. 
Depuis maintenant quelques années, il devient de plus en plus évident que la méthylation de l’ADN ne 
peut pas se résumer simplement à la répression de l’expression génique, mais ferait aussi partie 
intégrante de la transcription et vraisemblablement de l’épissage alternatif des ARNm.  
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3) Les microARNs 
Les microARNs sont de petits ARNs non codants (d’une vingtaine de nucléotides) qui 
vont cibler certains ARNm afin d’inhiber leur traduction. Ce mécanisme est conservé 
des plantes jusqu'à l’Homme. De par la conservation de leur séquence de 
reconnaissance (la seed sequence), chaque microARN peut réprimer l’expression de 
plusieurs dizaines voire centaines d’ARNm de manière post-transcriptionnelle 
[141][142]. Ainsi, grâce à ce spectre d’action, on estime que l’expression de plus de 
la moitié des protéines est modulée par les microARNs [143].    
La base de données miR-base référençant tous les microARNs identifiés à ce jour 
compte 1600 précurseurs donnants lieu à 2042 microARNs matures (au 12 avril 
2013). L’organisation génomique des gènes codants pour des microARNs a fait 
l’objet d’une revue par Olena et al. en 2009 dans laquelle il est décrit que ces gènes 
peuvent arborer différentes organisations [144]: 
- Celle d’un gène exclusif codant pour un ou plusieurs microARNs (formant 
alors un cluster) et sous contrôle de son propre promoteur, 
- Au sein d’un gène codant pour une autre molécule (protéine ou ARN non 
codant), la séquence codant pour un ou plusieurs microARNs sera située 
dans un intron et maturée après épissage. Dans ce cas, la transcription est 
dépendante du promoteur du gène hôte, 
- Enfin, le cas le plus rare correspond à la présence d’une séquence codante 
pour un microARN recouvrant à la fois un intron et un exon du gène hôte et 
dont le processus de maturation reste obscur à ce jour [145].  
L’étude de l’organisation fonctionnelle du génome a révélé que plus d’un tiers des 
gènes codant pour des microARNs est organisé en clusters [146]. Ces clusters 
codent donc pour un transcrit pouvant faire plusieurs centaines voire milliers de 
paires de bases, qui suite à sa maturation produira plusieurs microARNs de 
séquences différentes. D’après Yuan, les microARNs d’un même cluster vont cibler 
différents représentants d’un groupe fonctionnel de protéines [147]. Ici, il est donc 
intéressant de noter que le clustering des microARNs associés entre eux ne se fasse 
pas au hasard mais que l’on retrouve une correspondance fonctionnelle.  
i) La biogénèse et le mécanisme d’action des microARNs  
La transcription des microARNs est principalement dépendante de l’ARN polymérase 
Pol II (ceci est compréhensible car comme démontré dans les travaux de Rodriguez, 
60% des microARNs identifiés en 2004 sont situés dans des introns de gènes codant 
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pour des protéines. A ceci s’ajoute le fait que, après analyse génomique des 
promoteurs correspondant aux séquences codant pour des microARN intergéniques, 
64% possèdent un îlot CpG, 19% contiennent une TATA box et un TFIIB recognition 
element, ce qui correspond exactement aux caractéristiques des promoteurs Pol II 
dépendants. Conceptuellement, l’ARN polymérase II est la plus régulée parmi les 
trois ARNs polymérases et ceci permet un contrôle très fin de son activité, tant au 
niveau transcriptionnel que post-transcriptionnel [148]. Il est néanmoins rapporté que 
certains microARNs sont transcrits dépendamment de la polymérase Pol III [149]. 
Cette différence semble dépendre du contexte génomique où sont situés ces 
microARNs. Ces microARNs sont retrouvés dans des régions riches en séquences 
ALU, qui contiennent des répétitions du promoteur 7SL (un petit ARN ribosomal), qui 
est dépendant de l’ARN polymérase III. Du fait que la ARN Pol III est principalement 
impliquée dans la transcription d’ARNs non codants tels que les ARNs de transfert, 
son activité chez les eucaryotes est restreinte à la transcription de gènes de ménage 
et on peut imaginer qu’elle soit soumise à une régulation moindre. 
 
Figure 9 : Biogenèse des microARNs (adapté de Olena et al.) [144].
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La transcription de ces gènes conduit à des transcrits primaires (appelés pri-
miARNs) qui peuvent faire jusqu'à plusieurs milliers de nucléotides selon les gènes 
concernés et qui vont subir plusieurs étapes de maturation (Figure 9). Une fois la 
transcription effectuée par l’ARN polymérase, le pri-miARN va subir un processus de 
maturation [150].  
Une fois le pri-miARN transcrit, celui-ci adopte invariablement la forme d’une tête 
d’épingle dû à une complémentarité partielle de sa séquence qui entraîne un 
repliement du transcrit sur lui-même. La première étape de maturation correspond 
alors au clivage du pri-miARN par le complexe DROSHA-DGCR8 libérant la tête de 
l’épingle, représentant alors environ 70 nucléotides, donnant alors le pré-miARN. 
Drosha est une endonucléase RNAse III et porte donc l’activité catalytique alors que 
DGCR8 (Di George Syndrome critical region gene 8) est une protéine ciblant l’ARN 
double brin et qui va permettre de positionner Drosha pour effectuer le clivage [151]. 
Ce clivage a lieu dans le noyau et le pré-miARN est ensuite exporté de manière 
active dans le cytoplasme par le système Ran-GTP / Exportin5 [152]. Ce précurseur 
est alors pris en charge par une endonucléase cytoplasmique: DICER. DICER est 
aussi une RNAse III, qui va cliver le précurseur à la base de la tête d’épingle et ainsi 
libérer un fragment d’ARN double brin, d’une vingtaine de nucléotides [153]. De 
manière concomitante au clivage, le duplex ARN va s’associer à TRBP (TAR RNA-
Binding Protein) et PACT [154][155]. PACT et TRBP vont servir de médiateurs pour 
l’association du complexe DICER/ARN duplex avec une protéine Ago (de la famille 
des protéines argonautes). A ce complexe s’associeront différentes ARN hélicases 
(qui restent à être caractérisées) qui vont séparer les deux brins du duplex pour ne 
garder que le brin « guide » qui s’associera à la protéine Ago [156][157]. Le choix de 
ce brin ne se fait pas au hasard mais dépend des 2 nucléotides situés à l’extrémité 
5’, faisant que la constante thermodynamique la plus faible des deux déterminera le 
brin guide [158].   
Les protéines Ago sont au nombre de 4 chez les mammifères (Ago1-4) [159]. Dans 
leurs travaux, Pillai et al. fusionnent une protéine Ago2 avec une séquence de 
reconnaissance spécifique (B-box binding site) et ciblent artificiellement l’ARN 
messager codant pour la protéine rapporteur luciférase au niveau de sa région 3’-
UTR dans laquelle est inséré un nombre variable de B-box [160]. Les auteurs 
montrent alors que l’interaction directe de la protéine Ago2 avec la partie 3’-UTR de 
l’ARNm par la B-Box est suffisante pour réprimer l’expression de la protéine 
rapporteur et que cette répression est proportionnelle au nombre de sites de 
reconnaissance insérés au niveau de l’ARNm. Ainsi, ces travaux démontrent que la 
fonction d’inhibition nécessite la liaison de la protéine Ago à l’ARNm cible mais que le 
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microARN ne semble posséder qu’une fonction de guidage vers l’ARNm cible. Le 
microARN agira donc comme la composante nucléotidique du complexe et la 
protéine Ago comme la composante protéique. Néanmoins, certains travaux 
suggèrent que sans un troisième acteur, le complexe microARN/Ago ne peut pas 
effectuer son rôle de répresseur traductionnel.  
Cette troisième protéine est GW182 (glycine-tryptophan repeat-containing protein of 
182 kDa). La déplétion de GW182 et l’inhibition de la formation du complexe 
Ago/GW182 conduisent toutes deux à un défaut de répression de traduction des 
ARNm par les microARNs [161]. L’interaction entre Ago et GW182 se fait par la 
partie N-terminale de cette dernière, la partie C-terminale étant appelé le « silencing 
domain » car sa délétion conduit à une perte de la répression traductionelle par le 
système miARN. GW182 sert de plateforme pour le recrutement de plusieurs 
protéines qui porteront l’action répressive de ce complexe. Une fois associés, le 
microARN, la protéine Ago et GW182 forment le RISC (RNA induced silencing 
complex). 
L’action du RISC peut se faire à travers différents mécanismes impliquant l’inhibition 
de la traduction au niveau de l’initiation ou l’élongation du polypeptide, ou la 
dégradation de l’ARNm cible [162]. S’il a longtemps été admis que les plantes 
privilégiaient la voie de la dégradation de l’ARNm cible et les cellules animales celle 
de l’inhibition de la traduction, l’avancée technologique dans les domaines de la 
protéomique et de la transcriptomique ont permis de  mettre en évidence une réalité 
tout autre.   
L’analyse parallèle du profil d’expression protéique et de l’expression des ARNm en 
réponse à une expression ectopique ou à la répression d’un microARN a démontré 
que la dégradation de l’ARNm semble être le mécanisme d’action principal du RISC 
[163][164][165]. Dans leur étude de 2009, Hendrickson et al. ont déterminé l’impact 
de la surexpression du microARN miR-124 sur l’expression génique tant au niveau 
de l’activité traductionnelle que de l’abondance en ARNm des cibles de ce microARN 
[164]. Leur étude mène à trois observations intéressantes :  
- la déstabilisation de l’ARN messager cible est le principal mécanisme de 
régulation de répression par miR-124, 
- lorsque l’arrêt de la traduction intervient, c’est principalement au niveau de 
l’initiation, 
- enfin, la plupart des cibles subissent une répression de leur expression de 
l’ordre de 1 à 3 fois. 
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Avant de décrire les mécanismes par lesquels se produisent l’arrêt de la traduction 
ou la dégradation de l’ARNm, il est bon de rappeler brièvement les principales étapes 
de la traduction d’un ARNm en protéine :  
Très brièvement, les ARNm transcrits par l’ARN Polymérase II possèdent une 
structure dite « Cap » ou « coiffe » en 5’ qui sera reconnue par les facteurs 
d’initiation de la traduction. Cette coiffe joue un rôle déterminant car elle protège en 
plus l’ARNm des exo-nucléases 5’-3’. La partie 3’ de l’ARNm comporte une 
succession d’adénosine (appelée queue poly A) qui va avoir un rôle crucial dans le 
recrutement des ribosomes et dans la stabilité du transcrit. La protéine PABP (ou 
poly (A)-binding protein) s’associant avec la queue poly A va interagir avec les 
facteurs reconnaissant la coiffe (Figure 10). L’ARNm va alors se circulariser, les 
ribosomes seront recrutés au niveau de la coiffe pour initier la traduction et l’ARNm 
sera protégé de la dégradation et traduit en protéine. 
Figure 10 : Modèle de répression traductionnelle par les microARNs (adapté de Fabian et al. [161]). 
Le complexe RISC est donc guidé par le microARN  et vient se situer à proximité de 
PABP (grâce au domaine de liaison à PABP porté par la partie C-terminale de 
GW182) [161]. Cette interaction est proposée comme déstabilisant la liaison de 
PABP avec coiffe, bloquant ainsi la traduction. Le RISC recrute ensuite le complexe 
de déadénylation formé par les protéines CCR4 et NOT. Cette déadénylation peut 
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conduire d’une part à la linéarisation de l’ARN qui perd ainsi sa capacité à être 
traduite de manière cap-dépendante. D’autre part, le RISC recrute les enzymes de 
decapping DPC1 et DCP2 qui conduisent à la dégradation de l’ARNm par 
l’exonucléase XRN1 [161][162].  
j) Régulation de l’expression des microARNs par méthylation de l’ADN 
Comme nous l’avons vu précédemment, les séquences codant les microARNs 
peuvent être soit sous le contrôle du promoteur d’un gène « hôte », soit sous 
contrôle de leur propre promoteur. Ainsi, il est logique d’estimer que les phénomènes 
de régulation touchant les gènes codants pour des protéines touchent de la même 
manière les séquences codant des microARNs. Si plus de la moitié des promoteurs 
présente un îlot CpG, il est envisageable qu’une proportion équivalente de gènes 
codants pour des microARNs puisse être régulée par méthylation de l’ADN. 
L’étude des profils de méthylation des gènes codant pour des microARNs fait face 
aux mêmes problèmes que pour les gènes codant les protéines : ces patrons vont 
varier de manière interindividuelle, de manière âge-dépendante, de manière tissu-
spécifique et même entre différents types cellulaires d’un même tissu.  
En 2011, Vrba et al. comparent les profils de méthylation et d’expression des 
microARNs de deux types cellulaires d’un même organe : les cellules épithéliales 
mammaires et les fibroblastes mammaires obtenus après mammoplastie [166]. Les 
auteurs comparent alors ces profils entre trois donneurs différents afin de prendre en 
compte la variabilité interindividuelle. De manière intéressante, cette variabilité 
concernant l’expression des microARNs est très faible pour les deux types 
cellulaires, indiquant que les trois donneurs expriment relativement les mêmes 
microARNs dans ces deux types cellulaires. En revanche, la variabilité inter-types 
cellulaires est beaucoup plus grande, indiquant que les deux types cellulaires ont des 
profils d’expression différents. En ne retenant que les microARNs dont l’expression 
varie d’un facteur supérieur à 10 entre les deux lignées (considérées lignée-
spécifiques), les auteurs mesurent le niveau de méthylation de leurs promoteurs par 
immuno-précipitation des 5 methyl-cytosines puis hybridation sur puce à ADN. Pour 
ces microARNs, la différence d’expression corrèle avec une hyperméthylation de leur 
séquence promotrice pour 38% d’entre eux. Ces résultats illustrent parfaitement le 
concept d’épigénétique présenté précédemment selon lequel la différenciation 
successive d’une cellule unique pluripotente s’accompagne d’une répression par 
méthylation de l’ADN de l’expression d’un panel de gènes, aboutissant à deux types 
cellulaires différenciés, distincts, présentant des profils d’expression génique 
différents .  
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Ce concept est aussi très bien représenté dans 
un autre travail. Choi et al. en 2012 s’intéressent 
quant à eux aux patrons de méthylation des 
cellules souches mésenchymateuses (CSM) de 
la moelle osseuse [167]. Les CSM sont connues 
pour présenter une sénescence précoce 
lorsqu’elles sont maintenues en culture, associée 
à un changement dans leur profil d’expression 
génique. Les auteurs se sont donc intéressés à 
comparer les profils de méthylation de cellules à 
faible passage cellulaire, à ceux de cellules à un 
passage plus avancé.  L’intérêt principal de cette 
étude est qu’elle s’intéresse aux variations de 
méthylation de l’ADN au sein d’une population 
cellulaire homogène, où la seule variable est le 
temps de culture. Les résultats indiquent que 
parmi 475 promoteurs de gènes codant pour des 
microARNs, 27 montrent une hyperméthylation à faible passage (5%) et que ce 
chiffre monte à 44 dix passages cellulaires plus tard (9%). De plus, parmi ces 44 
microARNs, seulement 14 sont communs aux deux conditions. Ces résultats 
démontrent donc que pour un type cellulaire bien précis et sans altération 
physiopathologique, l’expression des microARNs est aussi soumise à une régulation 
par méthylation de l’ADN.  
Nous avons vu que l’empreinte parentale est un mécanisme de répression de 
l’expression génique bien particulier, restreint à un très faible nombre de gènes. 
Pourtant, plusieurs gènes codant pour des microARNs sont soumis à ce type de 
mécanisme. Le cluster de microARNs situé sur le chromosome 19 est le plus grand 
cluster découvert à ce jour et code pour 46 microARNs. En 2010, Noguer-Dance et 
al. montrent que ce cluster est soumis à l’empreinte parentale dans le placenta et 
n’est exprimé qu’à partir de l’allèle paternel [168].  
Ainsi, ces exemples montrent bien que la régulation de l’expression des microARNs 
peut se faire par méthylation de leur séquence génomique dans un contexte 
physiologique. 
k) Régulation de la méthylation de l’ADN par les microARNs  
Comme nous venons de le voir, les microARNs ont pour fonction la modulation du 
niveau d’expression de près de la moitié des protéines exprimées par une cellule. Il 
Résumé 
Les microARNs sont de petits 
ARNs non-codants inhibant la 
traduction des ARNs 
messagers en protéines. Leur 
expression est régulée de 
manière spatio-temporelle, et 
joue un rôle déterminant dans 
le développement des différents 
tissus.  
Comme abordé dans 
l’introduction, méthylation de 
l’ADN et expression des 
microARNs peuvent être sujets 
à une régulation mutuelle : 
l’expression de certains de ces 
microARNs est réprimée par 
méthylation de l’ADN, et 
l’expression des DNMTs peut 




en découle que les enzymes intervenant dans les mécanismes épigénétiques aient 
de fortes chances d’être la cible de ce type de régulation. En 2011, Saito et al. 
discutent de l’interrelation microARNs/épigénétique et décrivent succinctement la 
régulation de l’expression de protéines telles que l’histone-lysine N-méthyltransférase 
(EZH2) ou plusieurs histone déacétylases (HDAC) par des microARNs [169]. Ce 
ciblage concerne les protéines responsables de modifications de la chromatine, ainsi 
nous ne nous étendrons pas plus sur ce sujet dans ce chapitre, pour nous intéresser 
plutôt au ciblage des enzymes responsables de la méthylation de l’ADN.  
Il est intéressant de constater que les trois DNMTs sont la cible de microARNs. Le 
tableau ci-dessous récapitule de manière exhaustive les microARNs ciblant les 
DNMTs. Nous pouvons noter que : 
- chaque DNMT semble soumise à cette régulation d’expression, 
- un même microARN peut cibler différentes DNMTs à l‘exemple de miR-148 et 
de miR-29b, 
- l’altération de certains microARNs peut entraîner une méthylation aberrante 
(quand le microARN est réprimé [170][171] ), ou une hypométhylation globale 
(quand il est surexprimé [172][173]).  






miR-126 [174] miR-101 [170] miR-29b [175][172] 
miR-148 [176][173][177] miR-143 [178] miR-148 [179] 
miR-152 [176][171][180][181] miR-29b [172][175]  
miR-185 [181] miR-370 [182]  
miR-342 [183] miR-450a [184]  
 
Ainsi, comme introduit en tout début de chapitre, nous pouvons remarquer que les 
deux mécanismes épigénétiques qui vont nous intéresser par la suite se régulent 
mutuellement. A l’instar de tous les mécanismes physiologiques, le développement, 
la croissance et le vieillissement vont mettre en jeu un équilibre dynamique entre ces 
processus moléculaires afin de maintenir une constante garante de l’homéostasie. 
Nous allons maintenant nous intéresser aux évènements conséquents au 
déséquilibre dans cette balance et présentant un défaut de méthylation de l’ADN ou 
d’expression des microARNs.  
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II. La régulation épigénétique de l’expression 
génique : la physiopathologie  
La majorité des pathologies associées à un défaut de méthylation de l’ADN ou 
d’expression des microARNs décrits dans la littérature correspond à des syndrômes 
néoplasiques. Nous décrirons plus en détails la relation entre épigénétique et  cancer 
dans le chapitre suivant, pour nous intéresser ici aux pathologies autres que le 
cancer. Il est intéressant de constater que la méthylation de l’ADN est un mécanisme 
physiologique, dépendant d’une part de l’expression d’enzymes particulières (les 
DNMTs), mais soumise d’autre part à un impact environnemental.  
i. Le syndrôme ICF 
Le syndrôme ICF (Immunodeficiency, Centromeric 
region instability and Facial anomalies), est la 
conséquence d’une mutation des deux allèles de 
DNMT3b [185]. Cette pathologie à une incidence très 
faible (inférieure à 1/1000000). L’analyse génétique des 
patients montre que c’est la partie C-terminale et plus 
précisément la partie portant l’activité catalytique de 
DNMT3b qui est altérée dans le syndrôme ICF. En effet, 
les protéines recombinantes portant les altérations 
présentes chez les patients ICF montrent un défaut 
d’activité méthyltransférase. Les conséquences de cette 
perte de fonction sont que les patients présentent une 
hypométhylation et des réarrangements génomiques au 
niveau des centromères, des malformations crano-
faciales ainsi qu’une immunodéficience sévère due à un 
défaut de maturation des lymphocytes B. Ces 
symptômes conduisent à une espérance de vie réduite, 
avec un décès survenant généralement dans la petite 
enfance. 
Le syndrôme ICF est à ma connaissance la seule pathologie non-cancéreuse 
résultant d’une mutation d’une DNMT. Mais la méthylation de l’ADN peut être altérée 
en réponse à des stimuli environnementaux (Encart 3).  
ii. La méthylation de l’ADN et l’environnement  
Il est aisé d’imaginer que des facteurs environnementaux tels que les toxines 
peuvent  altérer l’épigénome comme certains le font sur la séquence nucléotidique 
Encart 2 – Méthylation et 
mutations de l’ADN 
En plus d’un 
déméthylation active, les 
méthylcytosines sont 
sujettes à la déamination 
spontanée en thymidine. 
Ces déaminations sont 
responsables de la sous 
représentation des 
dinucléotides CpG dans 
le génome, qui ont été 
éliminés progressivement 
durant l’évolution [27][28]. 
De plus, ce processus est 
responsable d’un taux 
élevé de mutations qui 





de l’ADN (Ultra-violets, adduits, agents 
intercalant). L’équipe de Skinner a étudié l’effet 
de l’exposition de vinclozolin (fongicide utilisé en 
agriculture) sur des rates gestantes dont les 
embryons étaient au stade de la détermination 
gonadique [186]. Des défauts des tissus 
gonadiques ont été recherchés dans les cellules 
de Sertoli (type cellulaire des testis) de la 
troisième génération de rats (F3). Ces rats 
montrent une spermatogenèse imparfaite avec 
une apoptose accrue. Dans les cellules de Sertoli 
de ces rats, une centaine de promoteurs 
présente un changement dans leur profil de 
méthylation. Malheureusement, seulement deux 
gènes présentent une corrélation directe entre le 
changement de méthylation de leur séquence et 
leur expression montrant que ces changements 
sont soit des altérations « passenger » (des 
altérations qui sont une conséquence et non une 
cause du changement phénotypique), soit ils 
agissent de manière indirecte. De plus, aucune 
analyse génomique n’a été faite excluant du 
coup l’impact des mutations génétiques qui 
pourraient en toute évidence jouer un rôle 
prépondérant dans ces altérations.  
Cet exemple d’altération épigénétique en 
réponse à une molécule environnementale 
rappelle de nombreuses situations mainte fois 
décrites en génétique. Mais certains travaux 
décrivent une relation qui a représenté pour moi une avancée formidable : l’altération 
du profil de méthylation d’un individu par des facteurs environnementaux qui ne sont 
ni chimiques, ni physiques.  
En 2013, Labonté et al. établissent un lien entre prédisposition au suicide et 
méthylation de l'ADN [188]. Le suicide est un acte faisant appel à un processus 
complexe incluant une prédisposition individuelle et de multiples facteurs 
environnementaux. Cette prédisposition est de plus en plus décrite comme 
s'appuyant sur une expression génique anormale aboutissant au dérèglement de 
Encart 3 – Méthylation et 
environnement 
Les cytosines méthylées sont, 
comme nous l’avons vu, 
sujettes à une déamination 
spontanée qui est à l’origine de 
nombreuses mutations. Ces 
cytosines sont aussi la cible des 
rayonnements UV. Grâce à une 
gamme d’absorption de 
longueur d’ondes plus grande 
que les cytosines non 
méthylées, ces sites sont 
particulierement sujets à une 
conversion C->T [187]. Ce 
mecanisme est particulierement 
décrit dans le cancer de la 
peau. 
Néanmoins, une des avancées 
les plus excitantes dans le 
domaine de l’épigénétique 
correspond à l’observation de la 
modification épigénétique de 
l’ADN par des facteurs sociaux. 
En effet, la maltraitance durant 
l’enfance serait capable 
d’induire une modification 
épigénétique après 
l’embryogenèse, aboutissant à 
un désordre comportemental.  
Nous nous éloignons ici du 
schéma bien connu du « telle 
molécule induit telle altération 
qui induit tel 
comportement cellulaire» pour  
découvrir qu’à l’échelle d’un 
individu, la méthylation de 
l’ADN est capable d’induire un 
changement à long terme de 
l’expression génique, en 
réponse à un stimulus 
« social » (maltraitance) qui 
n’est ni chimique, ni physique. 
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comportements émotionnels et cognitifs. Dans leur travail, les auteurs étudient 
l'épigénome des cellules hippocampiques de personnes étant passées à l’acte, 
comparé à des personnes décédées ne présentant aucun trouble psychiatrique. 
Trois cents soixante six promoteurs sont rapportés comme différentiellement 
méthylés entre les deux groupes (273 hyperméthylés and 93 hypométhylés). 
L'analyse transcriptomique de ces cellules indique que le niveau de méthylation est 
inversement corrélé au niveau d'expression génique. L'étude des cellules non-
neurales du tissu hippocampique (triées pas cytométrie de flux) indique que ces 
différences dans les niveaux de méthylation n'y sont pas reproduites. Ainsi, au sein 
d'un même tissu, deux lignages cellulaires présentent des patrons de méthylation 
différents (ce qui est en accord avec le principe méthylation de l'ADN type cellulaire-
spécifique décrit précédemment) et que le patron de méthylation des neurones 
hippocampiques des personnes étant passées à l'acte les distingue des personnes 
exemptes de troubles psychiatriques. Une question reste néanmoins en suspens : 
ces marques épigénétiques sont-elles héritées et indépendantes du vécu des 
personnes suicidées, ou est-ce que l'environnement (un terreau social difficile par 
exemple) a conduit à la modification du patron de méthylation durant leur 
développement et leur petite enfance ?   
En 2004, Weaver et al. ont démontré que les soins maternels après la naissance 
conditionnent la réponse au stress à l’âge adulte, par le biais de l’expression 
hippocampique du récepteur au glucocorticoïde [189]. Le gène codant pour le 
récepteur au glucocorticoïde (GR) possède dans son premier exon (non-codant), un 
promoteur alternatif contenant un site de fixation pour le facteur de transcription 
NGFI-A. La descendance étant soumise à un comportement « positif » de la mère 
présente un taux d’ARNm codants pour le GR plus important que la descendance 
soumise à une absence de traitement à un comportement « négatif » suggérant que 
l’utilisation de ce promoteur alternatif dépend du comportement maternel dans les 
jours suivants la naissance. Le site de reconnaissance de NGFI-A contient un 
dinucléotide CpG qui, après analyse, présente la particularité d’être 
systématiquement méthylé chez les individus soumis à un comportement négatif de 
la mère. Les auteurs démontrent élégemment que cette méthylation est 
indépendante de la lignée germinale en échangeant les portées des rates présentant 
un comportement négatif et positif dans les heures suivant la naissance. Ainsi, cette 
altération n’est donc pas héritée mais bien induite par l’environnement post-natal. 
Enfin, bien que le modèle établi décrit que la méthylation de novo intervienne durant 
l’embryogénèse, les auteurs apportent la preuve que cette marque de méthylation 
est apposée non pas au stade embryonnaire, mais dans les 6 premiers jours suivant 
la naissance. Ensemble, ces résultats indiquent que le patron de méthylation peut 
53 
 
directement dépendre d’un stress environnemental, sans incidence de la lignée 
germinale et que ce patron est mis en place après la naissance. La méthylation de 
l’ADN serait donc ici présenté comme une marque « malléable », pouvant apporter 
une plasticité dans le comportement d’un individu (avantageuse ou non) face à son 
environnement et donne une nouvelle dimension à la théorie de l’évolution 
darwinienne.  
Chez l’Homme, d’autres travaux de Klengel et al. montrent la relation entre la 
méthylation de l’ADN et le risque de développement de syndrômes de stress post-
traumatique chez l’adulte. Les auteurs démontrent que les individus exposés à un 
traumatisme dans la petite enfance présentent une déméthylation de l’exon 7 du 
gène codant FKBP5 (un régulateur négatif du récepteur au glucocorticoïde), 
conduisant à une augmentation de sa transcription et à terme augmente la 
résistance au glucocorticoïde [190]. Chez ces individus, l’établissement d’un 
syndrôme de stress post-traumatique requiert d’une part une prédisposition 
génétique (polymorphisme au niveau du 2eme intron du gène codant pour FKBP5) et 
un stress durant la petite enfance conduisant à la transcription de FKBP5. Des 
travaux précédents ont montré qu’une transcription par l’ARN Polymérase II précède 
certains phénomènes de déméthylation [191]. Les auteurs, en étudiant la 
conformation de la chromatine du gène FKBP5, montrent que Pol II permet le 
rapprochement physique des exons 2 et  7 et conduirait à la déméthylation de ce 
dernier et provoquant une surexpression de FKBP5. Les conséquences 
fonctionnelles à long terme de cette perte de méthylation sont alors une perturbation 
de la boucle de rétro-inhibition de la réponse au glucocorticoïde par FKBP5 et une 
hypersensibilité au stress, définis comme un syndrôme de stress post-traumatique.  
Ainsi, les preuves s’accumulent pour montrer que l’environnement et le vécu d’un 
individu peuvent altérer son profil d’expression génique, au-delà de la période 
embryonnaire. Ainsi, le domaine d’action de la méthylation de l’ADN pourrait ne pas 
s’arrêter à l’aiguillage des cellules vers un lignage particulier ou au maintien de 
l’intégrité du génome par la mise en silence des séquences répétée, mais peut être 
bien à permettre une adaptation (ou être responsable d’une dérégulation comme ici) 
à long terme d’un individu envers son environnement.  
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1) Bouleversement des patrons de méthylation dans le 
cancer 
L’altération des patrons de méthylation est une marque caractéristique du cancer 
[192]. De nombreux travaux décrivent la répression durant la carcinogénèse de 
gènes suppresseurs de tumeurs impliqués dans de différents processus cellulaires 
(cycle cellulaire, apoptose, maintenance du génome) par hyperméthylation de leurs 
promoteurs. Paradoxalement, les cellules cancéreuses montrent une 
hypométhylation globale qui conduit à une instabilité génétique et à la réexpression 
de gènes normalement réprimés [192],[193]. Les mécanismes expliquant ce 
paradoxe ne sont pas encore pleinement expliqués. Wild and Flanagan illustrent les 
connaissances actuelles à propos de l’hypométhylation globale associée au cancer 
[194]. Brièvement, deux hypothèses s’affrontent pouvant expliquer ce phénomène : 
une hypométhylation « active » en opposition à une hypométhylation « passive ». La 
première implique un disfonctionnement du lien entre la modification des histones et 
l’établissement de la méthylation de l’ADN, une localisation aberrante de DNMT1 à 
des sites de dommage à l’ADN ou une dérégulation métabolique favorisant une 
baisse de concentration en S-adenosyl-méthionine. A l’inverse la seconde théorie 
s’appuie sur un ensemble d’enzymes capables de déméthylation active. Les 
protéines TET (Ten Eleven Translocation proteins) sont décrites comme capables de 
déméthyler les méthyl-cytosines par leur oxydation puis leur élimination par différents 
mécanismes [195](Figure 11). Les TETs facilitent la déméthylation passive par la 
conversion des méthyl-cytosines en 5-hydroxy-méthylcytosines (5 hmC) aboutissant 
à une reconnaissance moindre par UHRF1 et DNMT1 (capables de s’associer en 
complexe) et donc une maintenance moins efficace du patron de méthylation 
[196,197]. Le deuxième mécanisme implique quant à lui la voie de réparation de 
l’ADN. Une oxydation supplémentaire des hydroxy-méthylcytosines conduit à un 
mésappariement qui sera excisé puis remplacé par une cytosine par la thymine DNA 
glycosylase [198,199]. De manière intéressante, des travaux montrent que l’induction 
de l’expression des protéines TET inhibe la croissance, l’invasion et la dissémination 
des tumeurs mammaires dans un modèle murin de xénogreffes [200,201]. De plus, la 
répression de l’expression des TETs dans le carcinome hépatocellulaire corrèle avec 
un niveau plus faible de 5 hmC et est associée à une survie plus faible [202]. 
Ensemble, ces observations vont à l’encontre d’un modèle selon lequel les protéines 
TET seraient responsables de la déméthylation associée à la carcinogénèse.  
La protéine AID (Activation-Induced Cytidine deaminase) est capable de déaminer 
les cytosines en uraciles sur l’ADN. Cette réaction chimique conduit chez les 
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mammifères à un polymorphisme au niveau du locus codant les immunoglobulines, 
essentiel à la génération d’un vaste répertoire d’anticorps [203]. AID serait aussi 
impliquée dans la déméthylation active de l’ADN, du fait que la répression de son 
expression dans des hétérocaryons abolie la déméthylation rapide normalement 
observée au niveau des promoteurs OCT4 et NANOG [204]. La déamination des 
cytosines méthylées conduirait ici à un mésappariement qui serait excisé et remplacé 
par une cytosine non méthylée. Inversement, deux études récentes ont démontré 
que AID n’a pas ou peu d’implication dans la régulation de la méthylation de l’ADN : 
sa surexpression et sa répression n’ont pas d’impact visible sur l’état de méthylation 
du génome de lymphocytes B activés et de manière très intéressante, la méthylation 
des cytosines réduit fortement l’activité catalytique de l’enzyme, comparé à un 
substrat de cytosines méthylées [205,206]. Ensemble, ces résultats n’excluent pas 
forcement la possibilité d’une déméthylation par excision de bases via AID, mais 
soulignent que son rôle est plus probablement très modeste, ou concerne des 
régions très spécifiques de l’ADN telles que les promoteurs OCT4 et NANOG.  
Pour finir, les travaux de Métivier et al. ont mis en avant une possible implication 
DNMT3a et -3b dans la déméthylation de l’ADN, en association avec la machinerie 
de réparation de l’ADN [140]. Ces deux enzymes sont recrutées au niveau du 
promoteur du gène pS2, en association avec les enzymes du base excision repair et 
la Thymine DNA glycosylase (TDG). Les auteurs démontrent in vitro que les 
Figure 11 : Modifications des cytosines et mécanismes de déméthylation active (adapté de Pastor et al.
[195].  
TDG : Thymidine glycosylase ; BER : Base exision repair ; TET : Ten Eleven Translocation proteins ; DNMT : 
méthyltransférases de l’ADN ; 5mC : 5-méthylcytosine ; 5hmC : 5 hydroxyméthylcytosine ; 5hmU : 5 
hydroxyméthyluracile ; 5fC : 5-formylcytosine ; 5caC : 5-carboxylcytosine. 
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domaines catalytiques de DNMT3a et -3b sont capables de déaminer les cytosines 
méthylées et non méthylées. Il est important de noter que cette activité est 
démontrée uniquement sur le domaine catalytique. Elle s’affranchie donc de toutes 
les régulations possibles par la partie N-terminale de l’enzyme et par tout autre 
facteur nucléaire absent du milieu réactionnel utilisé. De plus, la déméthylation 
décrite ici est cyclique et corrèle avec l’activité transcriptionnelle du gène pS2. 
L’implication d’un tel mécanisme dans les processus de carcinogénèse reste à être 
démontrée.    
 En l’absence de résultats indiscutables identifiant une enzyme responsable de la 
déméthylation du génome dans le cancer, le consensus revient à une déméthylation 
lente et passive durant la carcinogénèse. A la vue des changements globaux du 
méthylome, il est peu probable que toutes les modifications aient un rôle de cause-à-
effet accompagnant la carcinogénèse. Kalari et Pfeifer décrivent dans leur revue le 
concept d’altérations moléculaires “driver” et “passenger” dans le cancer. En effet, 
l’hyperméthylation de gènes suppresseurs de tumeurs peut être facilement associée 
à un effet carcinogène et décrit alors comme une altération « driver ». A l’inverse, un 
environnement chromatinien qui prédispose un gène à l’hyperméthylation, 
indépendamment de sa fonction et sans effet particulier sur la transformation 
cellulaire sera décrit comme un évènement « passenger » [207]. 
2) Altération de l’expression des DNMTs dans le cancer 
Malgré l’absence de preuve tangible incriminant les acteurs de la méthylation de 
l’ADN dans les processus de carcinogénèse, l’altération globale du patron de 
méthylation est souvent associée à une surexpression des DNMTs, comme décrit 
dans plusieurs types de tumeurs tels que le pancréas, le colon, le sein et les 
leucémies aigües et chroniques  [208],[209],[210],[211]. Les mécanismes qui 
conduisent à la surexpression de ces DNMT sont toujours peu connus. Robertson et 
al. décrivent que le niveau de surexpression des DNMTs dans les tumeurs est 
toujours débattu, mais qu’une surexpression modeste serait la plus probable [212]. 
Plusieurs mécanismes expliqueraient la surexpression des DNMTs. Esteller et al. ont 
observé dans différentes lignées cellulaires dérivées de cancers la duplication du 
gène codant pour DNMT3b. Dans ces lignées, le nombre de copies corrèle avec un 
niveau plus important d’ARNs messagers et de protéines [213]. De plus le même 
groupe décrit que la surexpression de DNMT3b se fait par stabilisation de son ARNm 
dans la lignée d’adénocarcinome colique RKO [214]. En plus d’un niveau plus 
important de DNMT cellulaire, d’autres mécanismes sont proposés pour participer au 
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réarrangement du méthylome durant la carcinogénèse. Une dérégulation de la 
cinétique d’expression des DNMTs durant le cycle cellulaire pourrait aboutir à 
l’établissement de marques de méthylation en s’abrogeant de leurs mécanismes de 
régulation conventionnels. De plus, leur mauvaise localisation pourrait conduire au 
ciblage de mauvaises régions d’ADN ou à des interactions protéine-protéine 
inappropriées [212]. 
Enfin, la leucémie myéloïde aigüe est connue pour être fréquemment associée à la 
mutation de DNMT3a. La mesure de cette fréquence indique que 22% des patients 
présentent une mutation entrainant une mauvaise traduction de la protéine et que 
ces mutations interviennent principalement sur l’acide aminé R882. Il est néanmoins 
surprenant de constater que l’analyse transcriptomique de ces patients ne révèle pas 
de profil d’expression particulier pour les mutants DNMT3a. Les conséquences 
fonctionnelles de cette mutation ne sont pas 
clairement élucidées mais conduisent à une 
médiane de survie plus courte (12.3 mois vs. 
41.1 mois) [215]. Enfin, aucune mutation 
pour DNMT1, -3b ou 3l n’est retrouvée chez 
ces patients ce qui suggère une certaine 
spécificité de la mutation de DNMT3a pour la 
leucémie aigüe myéloïde.  
3) La méthylation de l’ADN, 
une marque associée au 
cancer  
Comme nous l’avons déjà dit, la méthylation 
de l’ADN est altérée dans le cancer. L’intérêt 
de connaitre et de comprendre ces 
altérations est multiple : mieux définir les 
acteurs et les étapes de la carcinogénèse, 
découvrir de nouvelles cibles thérapeutiques 
dont l’expression est modifiée par ces 
mécanismes épigénétiques et enfin mettre 
au jour des marques d’intérêt pour le 
diagnostic et la prise en charge du cancer 
(Encart 4). Cette section a pour but de 
Encart 4 – Les inhibiteurs de la 
méthylation de l’ADN. 
La méthylation de l’ADN peut aussi 
constituer une cible pour le 
traitement du cancer. Ainsi, il existe 
différents inhibiteurs de la 
méthylation  classés en deux 
catégories : les inhibiteurs 
nucléotidiques et  non 
nucléotidiques.  
La première catégorie  comprend 
l’azacytidine et la decitabine qui sont 
capables de se lier de manière 
covalente aux DNMTs et de causer 
leur déplétion, et la zebularine qui 
est un inhibiteur non spécifique des 
DNMTs [216][217][218][219]. Ces 
trois composés vont cibler les 
cellules en réplication et interférer 
avec la machinerie de méthylation 
de l’ADN.   
Les inhibiteurs non nucleotidiques 
correspondent à la procainamide qui 
est un inhibiteur spécifique de 
DNMT1, l’ hydralazine et les 
flavonoïdes (métabolites de plantes 
qui correspondent aux pigments 
responsables de leur coloration) qui 
inhibibent indistinctement les trois 
DNMTs [220][221][222]. 
À l’exception de la Zebularine et de 
la procainamide, tous ces composés 
font l’objet d’essais cliniques 
concernant des cancers tels que la 
leucemie myeloïde aigüe, le cancer 




donner un aperçu rapide et non-exhaustif des marques de méthylation les plus 
souvent décrites dans la littérature.  
a) Les gènes hyperméthylés dans le cancer 
Cycling Dependent Kinase Inhibitor, P16 ink4a 
P16ink4a est un gène suppresseur de tumeur impliqué dans la régulation du cycle 
cellulaire. Il inhibe la formation du complexe activateur de la transcription E2F–DB 
active et induit la formation du complexe répresseur  Rb–E2F. Ceci prévient la 
transcription E2F-dépendante et bloque la progression dans le cycle cellulaire dans 
la phase  G1/S [223]. P16ink4a est retrouvé hyperméthylé dans différents cancers 
(foie, poumon) mais notamment dans le sérum de 27% des patients porteurs d’un 
cancer colorectal, avec une sensibilité de 70% et une spécificité 100% 
[223],[224],[225],[226]. 
O6-methylguanine-DNA-methyltransferase, MGMT 
La protéine MGMT contribue à la réparation de l’ADN : la réparation s’opère en une 
seule réaction qui induit le transfert d’un groupement méthyle d’une O6-
méthylguanine sur le site actif de la molécule MGMT. Ceci résulte en la restauration 
de la guanine endommagée sur l’ADN et la destruction de MGMT [227]. Cette 
protéine joue un double rôle dans le cancer : sa perte d’expression facilite les 
dommages à l’ADN et favorise le cancer alors que sa surexpression est en partie 
responsable de la chimiorésistance de certaines tumeurs. Quarante pour cent des 
tumeurs cérébrales ainsi que 46% des cancers colorectaux subissent une répression 
épigénétique du gène codant pour MGMT [228],[229].  
Glutathione S-transferase Pi 1, GSTP1 
GSTP1 participe à la détoxification cellulaire en éliminant les composés exogènes en 
les conjuguant à une glutathionne [230]. De nombreux travaux montrent une 
expression altérée de GSTP1 dans différents cancers et son implication dans les 
phénomènes de chimiorésistance envers les agents thérapeutiques [231],[232],[233]. 
La perte d’expression de GSTP1 par hyperméthylation de son promoteur est présent 
dans 73% cancers de la prostate ainsi que dans les cancers mammaires et les 
lymphomes à cellules B [234],[235],[236],[231]. 
MutL Homolog 1, MLH1 
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Le gène MLH1 code pour une protéine impliquée dans la machinerie de réparation 
des mésappariements de bases de l’ADN. Les évènements d’insertion, de délétion et 
de mésappariements sont à l’origine d’erreurs de réplication de l’ADN et sont 
reconnus et corrigés par la machinerie de réparation des mésappariements (DNA 
mismatch repair pathway, MMR) [237],[238]. Le gène codant pour MLH1 est 
fréquemment hyperméthylé dans le cancer du colon (86% of cases) en association 
avec une instabilité microsatellitaire [239]. La méthylation aberrante de cette région à 
aussi été décrite à de plus faible fréquences dans le cancer de l’utérus (37.5% des 
tumeurs primaires) et dans le cancer de l’ovaire 8% des patients) [240],[241],[242]. 
Breast Cancer Type 1 Susceptibility Protein, BRCA1 
BRCA1 est impliqué dans la réparation des cassures doubles brin de l’ADN par la 
reconnaissance et la signalisation des cassures et participe à leur réparation par son 
interaction avec de nombreux cofacteurs [243]. La répression de l’expression de 
BRCA1 par hyperméthylation de son promoteur est décrite dans le cancer du sein 
(13% des cas), mais cette incidence varie suivant le sous-type de la tumeur pouvant 
alors varier entre 55 et 67% [242],[244],[245]. De plus, BRCA1 est hyperméthylé dans 
31% des cancers de l’ovaire avec une perte d’hétérozygotie à ce même locus [244]. 
b) Les gènes hypométhylés  dans le cancer 
Comme nous l’avons vu, l’hypométhylation de l’ADN est fréquemment retrouvée au 
niveau des séquences répétées du génome [194]. Pendant longtemps, la découverte 
d’un biomarqueur reposait sur l’observation d’un changement dans l’expression 
d’une protéine et la recherche du mécanisme associé. Comme l’hypométhylation de 
l’ADN associée au cancer a plutôt lieu dans des régions pauvres en gènes, son 
intérêt pour le diagnostic du cancer a longtemps été négligé. La S100 calcium-
binding protein P (S100p) stimule la prolifération cellulaire et la survie. Son 
hypométhylation a été retrouvée dans 100% des échantillons d’une petite cohorte de 
cancer du pancréas [246]. A une plus faible fréquence, cette même hypométhylation 
est décrite dans 50% des tumeurs de la prostate [247]. Enfin, le Long Interspaced 
Nucleotide Element (LINE-1) est une séquence répétée ancestrale contenant une 
forte concentration de CpG. Dans leurs travaux, Ogino et al. rapportent que dans une 
collection de 643 échantillons de cancers coliques, l’hypométhylation de LINE-1 est 
associée de manière indépendante à une survie plus courte des patients  [248].  
Les gènes soumis à l’empreinte génomique 
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A ce jour, près de 90 gènes soumis à l’empreinte parentale ont été clairement décrits 
chez l’Homme et contrôlent des processus cruciaux du développement embryonnaire 
[128]. Comme la carcinogénèse a un impact sur tout le méthylome, il est facile 
d’imaginer que les gènes soumis à l’empreinte ne soient pas épargnés. En effet, la 
perte de l’empreinte génomique des gènes Insulin-like Growth Factor II (IGF2) et de 
la région codante pour l’ARN non codant H19 est décrite dans 100% des leucémies 
myéloïdes chroniques, 80% des cancers de l’ovaire, 66% des cancers colorectaux, 
56% des cancers de l’œsophage, 50% des carcinomes rénaux, 47 à 85% des 
cancers du poumon et 30% des méningiomes [249].  
Le but ici n’est pas de répertorier toutes les marques de méthylation altérées dans le 
cancer (ce qui serait de toute manière impossible avec l’arrivée des techniques de 
séquençage haut-débit) mais plutôt d’illustrer le fait que ces marques souvent 
décrites, ciblent des mécanismes moléculaires communs à presque tous les cancers. 
Il est donc crucial pour la suite de garder à l’esprit que : 
- les marques couramment décrites sont le fruit de recherches ciblant des 
gènes d’intérêt (et le plus souvent leur promoteur), souvent altérés dans 
différents cancers,  
- l’altération des patrons de méthylation dans le cancer ne s’arrête pas à ces 
quelques marques. En effet, les techniques de séquençage haut-débit 
permettent d’étudier des régions encore peu décrites (intergéniques ou 
intragéniques) et élargissent de manière considérable ce champ 
d’investigation.  
c) La méthylation de l’ADN pour le diagnostic du cancer 
L’amélioration des techniques d’études de la méthylation de l’ADN a permis de 
mettre en lumière une profusion de marques de méthylation associées au cancer 
[250],[251]. Parceque des outils diagnostiques existent déjà pour la majorité des 
cancers, l’utilisation de la méthylation de l’ADN comme marqueur diagnostique doit 
impérativement apporter une amélioration pour sa validation par les autorités 
sanitaires (afin d’éviter la labellisation d’outils redondants). Ils doivent montrer une 
meilleure sensibilité ou spécificité que les standards actuels, ou permettre un 
diagnostic par des techniques moins invasives pour améliorer la prise en charge du 
patient.  De ce fait, l’intérêt de la méthylation de l’ADN pour le diagnostic de cancers 
pour lesquels des outils diagnostiques sont déjà validés est faible.  
Mais bien que modeste, leur intérêt est bien présent : McCluskey et al. rapportent par 
exemple que les différences dans le niveau de méthylation du gène p16 permet de 
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faire la distinction entre les tumeurs ovariennes bénignes et malignes et que le 
promoteur distal de ce gène est méthylé dans  33% des tumeurs bénignes et dans 
5% des carcinomes [252]. De la même manière, notre groupe a montré que le niveau 
de méthylation de miR-148a permet le diagnostic différentiel entre adénocarcinome 
pancréatique et pancréatite chronique, deux pathologies de pronostic et de prise en 
charge très différents [253].  
i. Pour le diagnostic précoce et le dépistage du cancer 
La détection précoce et le dépistage du cancer en l’absence de symptômes 
spécifiques représentent tous les deux un besoin crucial dans le domaine de la 
cancérologie. Tous deux exigent les mêmes critères de spécificité et de sensibilité 
mais auxquels s’ajoutent d’autres pré-requis. Non seulement l’altération doit avoir 
lieu très tôt durant la carcinogénèse, mais de plus, une vaste proportion de candidats 
sera négative pour le test car non-porteurs de tumeurs. De ce fait, le test nécessite 
de reposer sur des échantillons obtenus de manière non-invasive pour être 
acceptable par le patient. Pour un dépistage, une haute sensibilité sera requise pour 
ne pas écarter les vrai-positifs. Différent travaux ont eu pour but de montrer la 
faisabilité de la détection de marques de méthylation par des procédures non-
invasives. Par exemple, Fujiwara et al. ont montré que le profil de méthylation de 5 
gènes dans le sérum de patients permet la détection précoce du cancer du poumon : 
ainsi, quand au moins un des 5 gènes est hyperméthylé la spécificité est de 85% 
[254].  
ii. Comme outil diagnostique « augmenté » 
En marge du diagnostic du cancer, la classification des tumeurs a lieu après son 
identification et donne des informations importantes à propos de l’agressivité, du 
potentiel métastatique, du pronostic ou de la chimiosensibilité de la tumeur. De 
même que pour le diagnostic, cette classification s’appuie sur des marqueurs 
(cytologiques, moléculaires …) afin de déterminer précisément l’origine cellulaire de 
la tumeur et les altérations qu’elle porte. Ici, la méthylation de l’ADN peut servir d’outil 
très puissant pour une classification plus résolutive de ces tumeurs. Par exemple, 
l’étude haut-débit de 67487 sondes ciblant des cytosines méthylées dispersées sur 
le génome dans 49 échantillons de leucémies lymphoblastiques aigües (ALL) permet 
de séparer ces patients en différents groupes de pronostics différents [255]. L’ALL 
est décrite comme une pathologie très hétérogène montrant un fort degré de 
différenciation des lignages cellulaires. Figueroa et al. ont classé ces 344 patients en 
16 groupes selon le profil épigénétique de 15 gènes. Parmi ces groupes, 5 montrent 
un profil original associé à un pronostic différent des autres groupes [256]. La 
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création de ces 5 nouveaux groupes permet donc une classification plus résolutive 
que celle délivrée par cytologie.  
Au-delà de l’identification et de la classification des tumeurs, la prédiction de la 
réponse aux traitements représente une utilisation intéressante de la méthylation de 
l’ADN. De tels biomarqueurs prédictifs permettraient un suivi personnalisé du patient 
et le choix des options thérapeutiques selon un profil de méthylation. Par exemple, 
l’hyperméthylation de MGMT dans 40% des gliomes est associée à leur résistance 
aux agents alkylants conventionnels [228]. 
La complexité et l’abondance des marques épigénétiques fournies par les approches 
haut-débit ouvrent la voie à des nouveaux marqueurs, répondant à des besoins 
différents. A la vue de ces études préliminaires, il est facile d’imaginer la combinaison 
de tels marqueurs pour permettre un diagnostic « augmenté » du cancer, non invasif, 
couplé à la classification de la tumeur, au stade d’invasion, au pronostic du patient  
et aux options thérapeutiques recommandées, le tout en une seule étape.   
4) Les microARNs, acteurs de la carcinogénèse  
Le spectre d’action des microARNs, régulant près de la moitié des protéines, en fait 
une cible de choix pour la dérégulation globale des processus cellulaires. Différents 
acteurs de la machinerie de biogenèse des microARNs ont été retrouvés altérés 
dans différents cancers : DICER est réprimé dans le cancer du poumon et du sein et 
est associé à un mauvais pronostic [257,258]. Ceci est intéressant sachant que Lu et 
al. ont démontré que le profil d’expression des microARNs est capable de classifier 
les tumeurs entres elles et que le cancer est associé à une baisse générale du 
niveau d’expression des microARNs comparé au tissu sain [259]. Les protéines 
Argonautes sont aussi associées au cancer et les protéines AGO1 et 2 sont 
surexprimées dans l’adénocarcinome rénal. Cette caractéristique est aussi associée 
à un mauvais pronostic [260]. Ceci est contradictoire avec l’inhibition de la 
machinerie de biogenèse des microARNs suggérée par la répression de DICER 
(mais non démontrée dans ces travaux) et laisse entendre un mécanisme tissu 
spécifique, dépendant du profil d’expression génique propre à chaque type cellulaire. 
Néanmoins, cette surexpression est retrouvée dans le carcinome cutané où DGCR8, 
AGO1, AGO2, PACT et TARBP1 ont un niveau d’expression plus élevé que dans le 
tissu sain [261]. 
En marge de l’altération générale de leur machinerie de biogenèse, certains 
microARNs possèdent une activité oncogénique (appelés oncomiRs) ou suppresseur 
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de tumeur. La première piste indiquant que les microARNs pouvaient avoir un rôle 
suppresseur de tumeur vient de Calin et al. qui rapportent la délétion ou la répression 
de deux clusters codants pour des microARNs dans la leucémie chronique 
lymphocytaire [262]. D’autres travaux ont démontré plus tard que des proto-
oncogènes tels que Ras ou BCL2 étaient modulés par des miRs et que leur perte 
d’expression favorisait la transformation cellulaire [263,264]. A l’inverse, certains 
oncomiRs sont surexprimés dans le cancer et ciblent des gènes suppresseurs de 
tumeurs. MiR-21 est surexprimé dans de multiples types de tumeurs et cible les 
gènes ANP32A et SMARCA4 qui sont tous deux des régulateurs de l’état de la 
chromatine [265–269]. De même, l’oncomiR miR-155 est fréquemment surexprimé 
dans différentes tumeurs tels que le cancer du pancréas, le cancer du sein et le 
lymphome à cellules B [270–272]. 
En plus de l’altération de la machinerie de maturation des microARNs, la méthylation 
de l’ADN participe à la répression de leur expression [273]. Saito et al. ont été les 
premiers à détailler la relation entre la répression de miR-127 et hyperméthylation de 
l’ADN [274]. D’autres groupes montrent des résultats similaires avec mir-9-1, mir-
124a3, mir-148a, mir-152 et mir-663 dans 34 à 86 % des cancers du sein [275]. 
Pareillement, Wong et al. ont montré que le promoteur de miR-34a est hyperméthylé 
dans 18% des lymphomes non-Hodgkiniens [276].  
Il est crucial de noter, à l’issu de ce chapitre que l’altération des mécanismes 
épigénétiques dans le cancer est fréquente (hypométhylation globale de l’ADN 
associées à une hyperméthylation locale), fait intervenir différents mécanismes 
(mutations ponctuelles, méthylation de l’ADN, altération de l’expression des 
microARNs) et que ces mécanismes altérés peuvent interagir entre eux (méthylation 
des séquences codantes pour des microARNs par exemple). Ceci donne un aperçu 
succinct du bouleversement colossal des processus cellulaires au cours de la 
carcinogénèse. Parmi les cancers présentant ces altérations, notre équipe rattachée 
au département de gastroentérologie du CHU Toulouse Rangueil, s’intéresse tout 




III. La carcinogénèse pancréatique 
L’adénocarcinome pancréatique (AP) est la quatrième cause de décès par cancer 
dans les pays occidentaux alors qu’il ne représente que 3% des nouveaux cas de 
cancers chaque année [277]. Le tabac, le diabète et la pancréatite chronique sont 
décrits comme des facteurs de risque de l’AP [278]. Néanmoins, aucune population à 
risque n’a été clairement définie. Ainsi, le dépistage de l’AP avec les techniques 
d’imagerie actuelle n’est possible que pour les familles présentant une prédisposition 
ou pour les patients suivis pour d’autres pathologies pancréatiques. L’AP est 
diagnostiqué le plus souvent à un stade avancé du fait de l’absence de symptômes 
spécifiques à cette maladie (douleurs abdominales, perte de poids, ictère) [279]. Près 
de 60% des patients présentent un AP avancé au moment du diagnostic et ne sont 
donc pas éligible pour la chirurgie, impliquant une médiane de survie de seulement 3 
à 6 mois [277]. En effet, la résection n’est possible que suivant certains critères 
comme la condition physique générale du patient, la localisation de la tumeur, sa 
taille et le degré d’invasion locale. Ainsi, l’amélioration du pronostic de l’AP nécessite 
absolument de détecter et de traiter ce cancer avant sa dissémination [279].  
Afin d’améliorer la prise en charge de ce cancer, de nombreux efforts de recherche 
se sont concentrés sur la compréhension des évènements qui interviennent dans les 
premières étapes de la carcinogénèse pancréatique. Nous allons ici décrire les 
principales lésions prénéoplasiques menant à l’AP, puis présenter les altérations 
moléculaires associées à l’AP et à ses lésions précurseurs.  
1) Les lésions prénéoplasiques du pancréas  
A ce jour, trois types de lésions précurseurs de l’adénocarcinome pancréatique ont 
été décrits et caractérisés. L’étude de ces lésions présente deux intérêts principaux : 
- détecter et prendre en charge l’AP avant qu’il ne devienne invasif et 
inopérable, 
- mieux comprendre la carcinogénèse pancréatique et les altérations 
moléculaires qui y sont associées, afin de développer de nouvelles thérapies. 
Le développement de ces lésions est la plupart du temps asymptomatique, ainsi leur 
observation se fait en association des tumeurs pancréatiques [278]. La progression 
séquentielle de ces lésions est toujours débattue du fait de l’impossibilité de les 
détecter assez tôt et de pouvoir suivre leur évolution. De ce fait, la majorité des 
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études menées le sont sur des tissus opérés et fixés. Brièvement, ces observations 
tendent à confirmer que : 
- les lésions des canaux pancréatiques sont beaucoup plus fréquentes dans les 
pancréas avec un adénocarcinome infiltrant [280],[281], 
- ces lésions sont de grade plus avancé à proximité de la tumeur [281], 
- le peu de patients diagnostiqués pour des lésions précurseurs de l’AP et qui 
ne sont pas opérées développent des AP [280],[281]. 
i. Pancreatic intraepithelial neoplasia (PanIN)  
Les PanINs sont des lésions microscopiques des canaux pancréatiques mesurant en 
général moins d’un centimètre et sont localisées le plus souvent dans la tête du 
pancréas. Cette petite taille les rend difficilement détectable par Imagerie par 
Résonance Magnétique (IRM) ou tomodensitométrie. Leur observation est en 
général fortuite et concomitante à la résection de la tumeur. Les PanINs sont 
classées en trois grades: PanIN 1 (qui sont subdivisées en PanIN 1A et PanIN 1B), 
PanIN 2 et PanIN 3/cancer in situ (Figure 12). Cette classification est basée sur le 
degré d’atypie architecturale et cytologique. Brièvement, les épithélia plat et normaux 
des canaux secondaires vont peu à peu adopter une forme papillaire jusqu'à montrer 
une atypie cellulaire sévère, un taux de mitose accru qui précède le cancer invasif 
[278]. Les PanINs sont les lésions prénéoplasiques les plus fréquentes et sont 
observées dans 82% des cancers avec une tumeur pancréatique [281]. Les PanINs 
de bas grade semblent être des lésions assez communes, retrouvées dans 16-80% 
des pancréas normaux sains, alors que les PanINs de haut grade sont presque 
exclusivement associées à une tumeur pancréatique [281][282][283][284]. De plus, il 
est proposé que seulement 1% des PanINs évoluent en AP [285]. Ainsi, il serait 
possible que les PanINs de bas grade ne soient que des lésions bénignes en 
l’absence de mutations clés. Ces mutations essentielles pourraient favoriser la 
transition entre PanIN-1 et PanIN-2, empêchant ces lésions de se résorber et les 
engageant sur une « voie sans retour » vers l’AP. Un modèle murin exprimant 
constitutivement l’oncogène K-RAS muté G12D développe ces lésions PanINs et 




i. Intraductal papillary mucinous neoplasms (IPMN) 
Les IPMNs sont beaucoup moins fréquentes que les PanINs et sont responsables de 
3-5% des tumeurs pancréatiques [289]. Les IPMNs sont divisées en adénome, 
tumeur borderline et carcinome selon le plus haut degré de dysplasie observé 
(Figure 13) [290]. Elles correspondent à de larges lésions avec une architecture 
papillaire digiforme, d’une taille supérieure à 1 cm et délimitées par un épithélium 
secrétant de la mucine [291][292]. A la différence des PanINs, les IPMNs 
communiquent avec le canal principal. Le cancer invasif apparait dans 20-50% des 
IPMNs et est localisé dans le canal pancréatique principal ou dans ses branches 
secondaires [289]. Il existe des critères anatomiques basés sur la localisation de la 
lésion dans l’organe. Ainsi les IPMNs sont classées en trois groupes : les IPMNs du 
canal principal, les IPMNs des canaux secondaires et les IPMNs mixtes [293]. Les 
connaissances actuelles sur les IPMNs indiquent qu’environ 70% des IPMNs 
progressent vers le cancer invasif [293]. La chirurgie représente le seul traitement 
curatif pour ces lésions [293]. Le suivi à long terme des patients opérés indique une 
survie à 5 ans de 88% pour les IPMNs bénins et non-invasifs et entre 36-60% pour 
les cancers invasifs [293][294]. 
Les PanINs et les IPMNs montrent les mêmes caractéristiques histologiques et 
moléculaires et la distinction entre ces deux types de lésions repose sur leur taille et 
leur localisation. Suivant l’origine de ces lésions (canal principal ou les canaux 
périphériques) les PanINs et les IPMNs pourraient être considérées comme des 
lésions semblables mais avec des pronostics différents. De plus, un modèle 
transgénique murin surexprimant K-RAS G12D et le TGF alpha développe des 
lésions PanINs, mais aussi des lésions cystiques ressemblant aux lésions IPMNs 
humaines, suggérant une origine commune pour ces deux types de lésions [295]. 




i. Mucinous Cystic Neoplasms (MCN) 
Les MCNs sont de rares et grosses lésions néoplasiques (1 à 3 cm) secrétant des 
mucines [291]. Ce type de lésions est délimité par un épithélium « mucine 
secrétant » et montre un stroma ovarien caractéristique sous la couche épithéliale, 
séparant la lésion du canal pancréatique principal (Figure 14). Pour des raisons 
inconnues, les MCNs sont plus fréquents chez la femme (ratio 20 pour 1). Les MCNs 
sont classés selon leur degré de dysplasie : les cystadénomes mucineux, les 
néoplasmes mucineux cystiques borderline et les néoplasmes cystiques avec 
carcinomes in situ [297]. A cause de leur taille et de leur localisation, ces lésions sont 
souvent associées à des symptômes non spécifiques comme des douleurs 
abdominales. Environ 20% des MCNs sont associés à un adénocarcinome [289]. 
Tous les MCNs progresseraient vers un cystadénocarcinome mucineux qui présente 
une résécabilité très faible et un très mauvais pronostic [293]. Le taux de survie à 5 
ans des patients opérés pour un MCN en l’absence de cancer est proche de 100% et 
tombe à 60% quand d’autres néoplasies adjacentes sont observées [298]. Izeradjene 
et al. ont démontré que des souris exprimant K-RAS(G12D) et invalidées pour 
Smad4/Dpc4 développent des néoplasies cystiques du pancréas dans le corps et la 
tête du pancréas en plus de PanINs de bas grade [299]. De par leur taille importante, 
les IPMNs et les MCNs peuvent être détectés plus tôt grâce à l’IRM et la 
tomodensitométrie et donc présentent un meilleur pronostic que les lésions PanINs.  




i. L’origine cellulaire des lésions prénéoplasiques du pancréas 
 
Les trois types de lésions précurseurs de l’AP présentent des caractéristiques de 
cellules épithéliales mais leur origine cellulaire est encore sujette à débat.  
Chez la souris, l’induction de lésions du tissu pancréatique conduit à une 
dédifférenciation transitoire des acini en cellules mésenchymateuses, qui prolifèrent 
et se redifférencient pour effectuer une régénération partielle du tissu [300]. Chez les 
souris portant la mutation K-RAS G12D ce processus semble altéré et la re-
différenciation ne s’opère pas, conduisant alors à la formation de métaplasies acino-
canalaires puis à des lésions précurseurs de l’AP telles que les PanINs [300]. 
L’implication de cellules pancréatiques immatures dans la carcinogénèse 
pancréatique soulève la question de l’existence de cellules souches cancéreuses 
pancréatiques (CSC).  
Généralement, les cellules souches constituent une population cellulaire rare 
caractérisée par sa capacité d’auto-renouvèlement, la présence de marqueurs de 
surface spécifiques et la capacité d’efflux cellulaire par les canaux MDR (multi-drug 
Figure 14 : Observations macroscopique et microscopique de lésions MCNs (Delpu et al. [296]).
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resistance). De plus ces cellules donnent lieu à différents lignages cellulaires 
[301][302][303][304]. Les cellules souches cancéreuses dériveraient de cette 
population particulière, pour acquérir un phénotype légèrement transformé décrit 
comme la « déviation minimale » [302].  
Des CSCs ont été identifiées dans le cancer du sein, la leucémie myéloïde et les 
cancers du colon et de la prostate [305]. Leur identification dans le cancer du 
pancréas s’appuie seulement sur la présence de marqueurs de surface et l’up-
régulation de la voie Sonic Hedgehog (SHH), participant au mécanisme d’auto-
renouvèlement [306]. Zhou et al. décrivent une capacité d’efflux dans une sous-
population des cellules PANC-1 mais aucun résultat in vivo ne vient étayer leurs 
observations [302][303][304][305][306][307]. Si la capacité d’efflux, leur localisation 
et la rareté de ces cellules dans la tumeur contribue à expliquer leur résistance aux 
thérapies conventionnelles, ces observations ne font que suggérer un caractère 
souche de ces cellules et d’autres travaux seront nécessaires pour valider cette 
hypothèse. De plus, l’existence de cellules souches cancéreuses pancréatiques 
implique l’existence de cellules souches pancréatiques chez l’adulte, desquelles elles 
pourraient dériver. A ce jour l’existence de telles cellules est toujours sujet à 
discussion [300][308]. D’un autre côté, il est aussi possible qu’une telle population 
« souche » pourrait plutôt dériver d’une sous-population de cellules acinaires 
dédifférenciées et incapables de se différencier en cellules canalaires. De plus, la 
présence de cellules souches adultes effectuant cette déviation minimale et évoluant 
irrémédiablement vers l’AP est contradictoire avec l’observation fréquente des 
PanINs de bas grade dans les pancréas normaux. Nous pouvons alors proposer que 
ces « cellules souches cancéreuses » proviennent d’une dédifférenciation 
accidentelle durant la régénération pancréatique. Leur statut de cellules 
mésenchymateuses leur permettrait alors de migrer, d’aller coloniser d’autres niches 
et d’entrer en quiescence. De ce fait, la présence de ces cellules pancréatiques 
dédifférenciées dans les marges  de résection expliquerait la rechute fréquente des 
patients opérés.   
2) Altérations épigénétiques des lésions 
prénéoplasiques du pancréas 
L’évolution séquentielle depuis une lésion précurseur vers l’AP implique 
l’accumulation de diverses altérations moléculaires. De telles altérations fournissent 
de précieux indices pour comprendre le développement de l’AP et améliorer sa 
détection et son pronostic. Néanmoins, très peu de données sont disponibles sur la 
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cinétique d’apparition de ces évènements 
moléculaires. Aujourd’hui, la mise au point de 
modèles murins développant les lésions 
précurseurs de l’AP et les progrès dans les 
approches de séquençage haut-débit génèrent 
de précieuses données sur les patrons de 
méthylation et les mutations ponctuelles 
accompagnant la carcinogénèse pancréatique.  
Bien que la carcinogénèse pancréatique soit 
accompagnée de changements génétiques 
(tels que des remaniements chromosomiques 
ou des mutations ponctuelles, Encart 5), j’ai 
choisi ici de traiter principalement des 
altérations épigénétiques.  
Comme décrit précédemment, la 
surexpression de proto-oncogènes dans le 
cancer peut être liée à l’hypométhylation de 
leur séquence génomique. En utilisant des 
lignées cellulaires et des échantillons 
tumoraux, Sato et al. ont analysé le statut de 
méthylation d’un groupe de 18 gènes 
précédemment décrits comme surexprimés 
dans le cancer du pancréas [309]. Les auteurs 
montrent que des gènes tels que ceux codants 
pour la mésotheline et la claudine 4 sont 
fréquemment hypométhylés  dans l’AP (92% 
and 89% respectivement) et que leur niveau 
de méthylation corrèle avec leur niveau d’expression.  
A l’inverse, l’hyperméthylation est responsable de l’inactivation de nombreux gènes 
suppresseurs de tumeurs et peut intervenir indépendamment ou en plus de 
mutations intragéniques [309][310][311]. Comme exemple, P16 est aussi bien sujet à 
des mutations qu’à une hyperméthylation aberrante de sa séquence génomique 
alors que Cyclin D2, SOCS-1 et APC sont des suppresseurs de tumeurs inactivés 
uniquement par hyperméthylation de leurs promoteurs dans l’AP [312][313][314]. En 
comparant l’intégralité du méthylome d’AP et de tissus sains grâce à une approche 
haut-débit, Omura et al. ont déterminé que MDF1, miR-9-1, ZNF415, CNTNAP2 et 
EVOLV-4 sont les loci les plus fréquemment méthylés parmi 88000 sondes testées 
Encart 5 - Les mutations 
génétiques dans l’AP 
L’AP est aussi bien sûr sujet à de 
nombreuses altérations géniques 
qui peuvent correspondre à de 
larges remaniements 
chromosomiques ou à des 
mutations ponctuelles. Nous 
décrivons en détails ces altérations 
dans l’annexe 2, mais nous 
pouvons aussi citer les principales.  
Par exemple, l’amplification du 
gène codant le récepteur à l’EGF 
est un évènement précoce de la 
carcinogénèse pancréatique et est 
retrouvée chez 65% des patients. 
Par ailleurs, les approches haut-
débit actuelles ont permis de mettre 
en évidence 144 régions étant la 
cible de remaniements 
chromosomiques, parmi lesquels 
celles codant pour p16INK4A, 
TP53, MYC, K-RAS2 et AKT2.  
Parmi les mutations ponctuelles, les 
plus décrites correspondent aux 
gènes KRAS (muté dans 60 à 95% 
des AP), B-RAF (7 à 15%), p16 
(95%), SMAD4/DPC4 (55%), p53 
(75%). Pour la plupart, ces 
mutations interviennent très 
précocement dans la 
carcinogénèse pancréatique (dès le 
stade PanIN). Il est ici important de 
remarquer que p16 est à la fois la 
cible de remaniements 
chromosomiques, de mutations 
ponctuelles et d’inactivations par 




[311]. Il est intéressant de noter que seuls miR-9-1 et CNTNAP2 avaient été reliés à 
l’initiation ou à la progression du cancer.  
Dans les PanINs, 8 gènes (CDH3, reprimo, CLDN5, LHX1, NPTX2, SARP2, SPARC 
et ST14) ont été rapportés comme différentiellement exprimés entre un épithélium 
normal et les lésions PanINs [315]. Pour ces gènes, le patron de méthylation varie 
durant l’évolution des PanINs montrant que l’hyperméthylation de l’ADN est un 
évènement intervenant très tôt dans la carcinogénèse pancréatique et que sa 
prévalence augmente progressivement en accord avec la carcinogénèse. Des 
résultats similaires ont été trouvés dans les IPMNs concernant un autre groupe de 
gènes : P16, ppENK, P14, P15, P17, APC, hMLH, E-Cadherin et MGMT [316]. 
Malheureusement, aucune donnée n’est disponible à ce jour concernant le statut de 
méthylation des MCNs. Ensemble, ces résultats concordent avec la surexpression de 
DNMT1 dans les PanINs et suggèrent que la méthylation précoce de certains loci est 
nécessaire à la progression de lésions précurseurs et ne serait pas simplement une 
conséquence de la carcinogénèse [317].  
En plus des gènes suppresseurs de tumeurs, l’hyperméthylation de l’ADN intervient 
dans les régions spécifiques codantes pour des microARNs.  
3) Altérations de l’expression des microARNs dans le 
cancer du pancréas 
Différentes études ont montré la dérégulation de l’expression des microARNs dans 
l’AP. En 2006, Lee et al. ont étudié l’expression de plus de 200 précurseurs de 
microARNs dans une collection d’AP. Les auteurs rapportent que la moitié d’entre 
eux sont exprimés de manière aberrante dans les échantillons tumoraux comparé 
aux tissus sains et pouvaient permettre de les distinguer [318]. Parmi eux, nous 
retrouvons différents oncomiRs tels que miR-21 et miR-155 dont la dérégulation 
d’expression est retrouvée dans d’autres cancers. Les auteurs rapportent que la 
tendance générale dans l’AP correspond à une surexpression des microARNs 
comparé au tissu sain. Nous pouvons noter que ceci va à l’encontre de la baisse 
générale rapportée dans différents cancers et discutée précédemment.   
Une autre approche a été utilisée par Szafranska et al. l’année suivante et consiste 
en l’hybridation des ARNs sur puce pour une lecture parallèle des niveaux 
d’expression de tous les microARNs connus à l’époque [319]. En comparant 
pancréas sains et AP, les auteurs fournissent une liste de microARNs les plus 
significativement dérégulés. Parmi eux, hsa-miR-29c, -30a-3p, -96, -130b, -141,-
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148a, -148b, -216, -217, -375 et -494 sont réprimés plus de 5 fois et miR-31, -143, -
145, -146a, -150, -155, -196a,-196b, -210, -222 et miR-223 sont fortement enrichis 
dans le cancer du pancréas.  
Bloomston Szafranska Lee Bloomston Szafranska Lee 
Surexprimés Réprimés 
miR-10 miR-145 let-7d   miR-29c miR-139 
miR-103 miR-150 let-7f-1   miR-30a-3p miR-142-P 
miR-107 miR-196 miR-15b   miR-96 miR-345 
miR-125a miR-31 miR-16-1   miR-130b   
miR-181c   miR-21   miR-141   
miR-181d   miR-212   miR-216   
miR-199a-1   miR-24   miR-217   
miR-199a-2   miR-301   miR-494   
miR-205   miR-376a miR-148a miR-148a   
miR-21   miR-424 miR-148b miR-148b   
miR-213   miR-92-1 miR-375 miR-375   
miR-220        
miR-23        
miR-99        
miR-100 miR-143 miR-100    
miR-125b-1 miR-146 miR-107    
miR-143 miR-155 miR-125b-1    
miR-146 miR-210 miR-155    
miR-155 miR-222 miR-181    
miR-181 miR-223 miR-221    
miR-210        
miR-221        
miR-222        
miR-223        
 
Bloomston et al. ont conduit une étude similaire identifiant 21 miARNs induits dans 
l’AP et 4 réprimés [320]. Ces microARNs associés entre eux permettent de distinguer 
un pancréas normal, la pancréatite chronique et l’AP. De plus, ces microARNs 
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permettent de distinguer les patients décédant dans les 24 mois de ceux présentant 
une survie plus grande.   
Le tableau ci-dessus récapitule les résultats des trois équipes et illustre le fait que, 
malgré la correspondance de certains miRs entre les études (notés en gras), il existe 
une grande variabilité dans les résultats observés par les auteurs. Ceci peut être 
expliqué par les différentes technologies utilisées et le faible nombres d’échantillons 
ayant servis pour ces travaux. Cette grande variabilité entre équipes et l’absence 
d’un consensus clair dans l’expression des microARNs constitue un des principaux 
écueils pour leur utilisation dans le diagnostic du cancer. 
  
Résumé 
L’adénocarcinome pancréatique résulte du développement de lésions précurseurs. Parmi ces lésions, les PanINs 
sont les plus fréquentes mais leur faible taille les rends difficilement détectables et complique leur étude.  
Si les altérations moléculaires retrouvées dans le cancer du pancréas commencent à être bien caractérisées, 
beaucoup moins de données sont disponibles pour ses lésions précurseurs.  
Une meilleure connaissance du développement de ces lésions et des évènements moléculaires associés est cruciale 
car cela permettrait de faciliter leur détection et de développer de nouvelles thérapies pour lutter contre ce cancer. 
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IV. Résultats expérimentaux 
Article 1 - « La répression de l’expression de miR-148a 
par hyperméthylation de l’ADN  est un évènement 
précoce de la carcinogénèse pancréatique ». 
Le développement d’une tumeur fait intervenir des évènements génétiques 
(remaniements chromosomiques, mutations ponctuelles) mais l’altération de 
l’expression des microARNs présente un intérêt tout particulier : les microARNs 
régulent près de la moitié des processus cellulaires. Différentes études montrent une 
différence de profil d’expression des microARNs entre tissu tumoral et tissu sain, 
allant dans le sens d’une baisse générale du niveau d’expression de ces molécules. 
Cette différence peut être de grande importance connaissant la multitude de cibles 
pouvant être ciblées par les microARNs et dont seulement une infime partie a 
sûrement été déterminée. Parmi ces cibles, nous retrouvons des gènes 
suppresseurs de tumeurs, mais aussi des proto-oncogènes. Ainsi, le profil 
d’expression des microARNs dans une tumeur pourrait conditionner le 
développement de la tumeur, son agressivité, son potentiel métastatique ou sa 
sensibilité aux thérapies conventionnelles. Depuis presque une décennie, de 
nombreuses études ont montré une variation de l’expression des microARNs dans 
l’adénocarcinome pancréatique mais les mécanismes moléculaires régissant leur 
expression restent obscurs. La méthylation de l’ADN a été présentée précédemment 
dans l’introduction comme un mécanisme pouvant conduire à une répression de 
l’expression des microARNs. 
Comme précisé dans l’introduction, le cancer du pancréas est exempt de symptômes 
spécifiques au développement de la tumeur. La conséquence directe est que lors du 
diagnostic de la tumeur, celle-ci est le plus souvent invasive ou localement avancée 
(envahissement du système nerveux et circulatoire local) rendant la chirurgie 
impossible dans près de 80% des cas. Ainsi, afin d’améliorer le pronostic très 
sombre de ce cancer, il est nécessaire de le détecter plus tôt. Ceci peut être permis 
par une meilleure connaissance des évènements accompagnant la carcinogénèse 
pancréatique, passant par l’étude de ses lésions précurseurs. 
Différentes lésions peuvent donner lieu à un adénocarcinome pancréatique, mais 
parmi elles, les PanINs sont les plus fréquemment retrouvées en marge des tumeurs 
lors de leur résection. Leur étude a été grandement facilitée par la mise au point de 
modèles murins qui développent ce type de lésions en réponse à l’altération de 
75 
 
différents gènes (Kras, CDKN2A, TP53 ou SMAD4/DPC4). Malgré cela, peu de 
données sont disponibles concernant les altérations moléculaires et l’expression des 
microARNs dans les lésions PanINs.  
De plus, la localisation du pancréas (situé profondément entre l’estomac, le foie et la 
rate) en fait un organe difficile à observer. Ceci ajouté au fait que le cancer du 
pancréas est exempt de symptômes spécifiques, conduit à la méprise entre 
différentes pathologies pancréatiques.  
L’exemple le plus fréquent correspond à la confusion entre AP et pancréatite 
chronique pseudo-tumorale. Cette dernière est une pathologie inflammatoire bénigne 
du pancréas, dont l’observation en écho-endoscopie présente une certaine similarité 
morphologique avec une tumeur pancréatique. Le diagnostic différentiel entre AP et 
pancréatite chronique pseudo-tumorale est généralement établi sur la base d’une 
cytoponction transduodenale, technique de biopsie invasive qui nécessite une 
anesthésie générale du patient et la mobilisation d’un personnel qualifié et d’un 
équipement spécifique. Enfin, la pancréatite chronique présente un pronostic et une 
prise en charge radicalement différente de l’AP, avec un taux de mortalité très faible 
et ne nécessite généralement pas de chirurgie. Des travaux précédents de l’équipe 
ont montré l’utilité de l’étude de la mutation du gène Kras dans le diagnostic 
différentiel entre AP et pancréatite chronique, améliorant la sensibilité du test 
diagnostique par rapport à l’anatomopathologie seule (83% VS 88%). Néanmoins, il 
persiste certains patients pour lesquels, ni l’analyse KRAS ni l’analyse cytologique ne 
permettent de statuer sur le type de pathologie, nécessitant alors une seconde 
biopsie.  
Les objectifs de ces travaux étaient : 
• D’identifier les microARNs dont l’expression est régulée par méthylation 
de leur séquence génomique dans le cancer du pancréas.  
• De déterminer à quel stade de la carcinogénèse pancréatique cette 
méthylation est altérée. 
• D’évaluer le potentiel du profil de méthylation de ces régions comme 








































Dans cette étude, nous avons identifié 55 microARNs dont l’expression est 
augmentée en réponse à un traitement déméthylant de l’ADN (5-aza-dC et TSA) et 
ce, dans au moins 1 des 4 lignées cellulaires dérivées d’AP. Une étude récente a 
utilisé une approche similaire dans les cellules MIA PaCa-2 et les cellules PANC-1 et 
a identifié un panel différent de microARNs. Bien que certains microARNs (miR-29a, 
miR-30b) soient communs aux 2 études, la différence dans ce profil peut s'expliquer 
soit par la durée du traitement de 5-aza-dC et sa concentration soit par l'utilisation de 
différentes techniques de mesure de l’expression des microARNs. Parmi ces 55 
microARNs, les séquences codantes pour 29 (53%) d’entre eux sont situées dans le 
voisinage d'un îlot CpG, suggérant fortement une répression directe par 
hyperméthylation de l'ADN. Parmi ces 29 candidats, nous nous sommes concentrés 
sur miR-148a pour 3 raisons : 
- L’expression de miR-148a est induite en réponse à un traitement déméthylant 
de l’ADN dans 3 des 4 lignées cellulaires dérivées d’AP.  
- Des études précédentes ont démontré une répression de l’expression de miR-
148a dans l’AP et que cette répression peut distinguer l’AP de la pancréatite 
chronique. 
- La répression de miR-148a a également été observée dans d'autres types de 
cancers, suggérant un rôle important de ce microARN dans les processus de 
carcinogénèse.  
Nous avons ensuite démontré que la répression de l’expression de miR-148a était 
due à l’hyperméthylation aberrante de sa séquence génomique, dans différentes 
lignées cellulaires dérivées d’adénocarcinomes pancréatiques et dans une série 
d’échantillons tumoraux comparés à leurs tissus adjacents sains. Mais le point crucial 
de cette étude est la démonstration que cette hyperméthylation est un évènement 
très précoce de la carcinogénèse pancréatique et intervient au stade des lésions 
PanINs. Ceci laisse présager un rôle potentiel pour la répression de ce microARN 
dans la carcinogénèse.  
miR-148a présente la particularité d’être dans une région intergénique, ce qui 
suggère qu’il est sous le contrôle de son propre promoteur. Il est important de noter 
que nous avons mesuré le niveau de méthylation de la séquence génomique codant 
pour miR-148a et non de sa séquence promotrice. Le point d’initiation de la 
transcription de miR-148a a été décrit par Lujambio et al. à environ 500 pb en amont 
de la séquence de ce microARN. Nous avons étudié par bioinformatique les 
séquences humaine, murine et équine voisines de miR-148a et nous avons constaté 
la présence d’un motif extrêmement bien conservé entre les espèces à 1200 pb en 




La conservation de cette séquence en fait une région de choix pour la présence du 
promoteur de miR-148a. Malheureusement, malgré nos efforts, la très forte 
concentration en cytosines et guanosines ne nous a pas permis de cloner cette 
région afin d’en étudier l’impact sur l’activité transcriptionnelle d’un gène rapporteur.  
Nous avons aussi démontré que la répression de miR-148a permet de distinguer les 
échantillons d’AP des échantillons de pancréatite chronique. Malgré les améliorations 
des techniques d'imagerie, le diagnostic différentiel entre AP et pancréatite chronique 
reste difficile, en particulier dans le cas de la forme pseudo tumorale de la 
pancréatite chronique. La cytoponction guidée par écho-endoscopie est une 
technique sûre et efficace pour le diagnostic de l’AP mais la mesure de l’expression 
d'ARNs peut être problématique en raison de la mauvaise qualité de l'ARN extrait à 
partir de ces biopsies. Cette technique de biopsie permet l’analyse cytologique et la 
détection d'altérations génétiques, comme la mutation du gène KRAS. Bien qu'une 
approche similaire ait été utilisée pour distinguer le cancer du sein de lésions 
bénignes, notre étude est la première à démontrer la faisabilité et la valeur potentielle 
de l’étude du niveau de méthylation d’une région spécifique d'ADN extrait de 
cytoponctions pancréatiques. En effet, nous avons montré que le niveau de 
méthylation de la région codant pour miR-148a est nettement plus élevé dans les 
échantillons AP que dans les échantillons de pancréatite chronique (4,25% vs 
1,22%, p <0,05). Le faible niveau de méthylation par rapport à celui des lignées 
Figure supplémentaire : Alignement des séquences humaine, murine et équine de la région située à environ 
1200 pb en amont de la séquence codante de miR-148a. 
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cellulaires dérivées d’AP peut être facilement expliqué par la faible teneur en cellules 
cancéreuses des cytoponctions.  
Afin d'utiliser ce marqueur comme un outil de diagnostic différentiel entre AP et 
pancréatite chronique, nous avons déterminé une valeur seuil de méthylation de 
miR-148a de 3% associée à une sensibilité de 46,2% et une spécificité de 90%. 
Cette marque de méthylation seule n’apporte donc pas d’amélioration par rapport à 
l’étude de la mutation KRAS ou l’analyse anatomopathologique qui restent des 
standards pour le diagnostic de l’AP. Néanmoins, le service de gastroentérologie du 
CHR Toulouse - Rangueil déplore 28% de patients (48 patients sur 173) sur une 
période de trois ans pour lesquels le diagnostic différentiel n’est pas possible lors de 
la première cytoponction. Bien que modeste, cette marque prouve ici son utilité en 
s’ajoutant à ces outils pour le diagnostic différentiel entre AP et pancréatite 
chronique. 
En conclusion, nous soulignons la valeur potentielle de ce marqueur dans le 
diagnostic différentiel entre AP et PC. Lorsque les résultats de cytologie ne 
sont pas concluants, l'utilisation de ce marqueur peut éviter la nécessité de 





Article 2 - « Absence d’effet thérapeutique suite à 
la restauration de l’expression de miR-148a dans le 
cancer du pancréas ». 
La répression précoce de miR-148a durant la carcinogénèse pancréatique, outre le 
fait que ce microARN est réprimé dans différents cancers, suggère un rôle 
suppresseur de tumeur. En effet, la surexpression ectopique de miR-148a dans des 
cellules dérivées de cancer colorectal diminue l’expression de BCL2 et favorise 
l’apoptose [321]. De même, la surexpression de miR-148a met en place un effet 
chimiosensibilisant dans des cellules dérivées de cancer de l’œsophage [322] et 
antiprolifératif dans des cellules tumorales ovariennes. Cependant, différentes études 
présentent des résultats contradictoires : la surexpression de miR-148a dans des 
cellules dérivées de cancer de l’estomac augmente leur prolifération, mais diminue 
leur potentiel invasif [323][324]. Ainsi, selon les cancers étudiés et les équipes, le rôle 
de miR-148a semble soit anti-, soit pro-tumoral. Cette différence d’effet pourrait être 
expliquée par les transcrits ciblés, différents d’un cancer à l’autre.  En effet, plusieurs 
études conduites sur différents cancers ont montré que miR-148a ciblent des 
transcrits codants pour des protéines impliquées dans la régulation du cycle 
cellulaire, l’apoptose ou la méthylation de l’ADN. La seule étude menée dans le 
cancer du pancréas a mis en évidence la régulation de l’expression de CDC25b par 
miR-148a, signifiant que la baisse d’expression de ce microARN conduit à un 
avantage prolifératif [325]. Devant les différents rôles proposés pour miR-148a parmi 
les différents cancers, la majorité semble démontrer un rôle suppresseur de tumeur 
en accord avec sa répression.  
L'identification des ARNm cibles de miR-148a fournira des informations précieuses 
pour mieux comprendre les conséquences de sa perte d’expression dans l’AP. À ce 
jour, seuls quelques ARNm cibles ont été décrits pour miR-148a dans d'autres 
cancers : l'ARNm de TGIF2 (TGFB induced factor homeobox 2), qui est surexprimé 
dans le cancer de l'ovaire, a été montré comme étant la cible de miR-148a. L'ARNm 
du Pregnan X Factor, un facteur de transcription régulant l'expression d'une variété 
de transporteurs et d’enzymes métabolisant les médicaments, a également été 
démontré comme étant une cible de miR-148a. De manière très intéressante, les 
ARNm de DNMT3B et DNMT1 sont des cibles décrites de miR-148a. Il serait donc 
possible que la répression précoce de miR-148a par hyperméthylation de sa 
séquence génomique conduise à une surexpression de ces deux DNMTs, 
aboutissant à l’hyperméthylation de différents gènes suppresseurs de tumeurs. Cela 
constituerait une boucle de dérégulation très intéressante mais aucun travail ne 
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prouve que miR-148a soit responsable de l’hyperméthylation de gènes suppresseurs  
de tumeurs à un stade précoce.  
L’adénocarcinome pancréatique est un cancer pour lequel la chirurgie représente le 
seul traitement curatif. Cette chirurgie n’est possible que dans 20% des cas suivant 
l’état général du patient et le stade d’invasion de la tumeur. En absence de chirurgie, 
la chimiothérapie (principalement par gemcitabine, un analogue non-métabolisable 
de la cytidine bloquant les cellules durant la réplication de l’ADN) n’est utilisé qu’à 
visées palliatives [296]. Ceci est dû à la résistance des tumeurs face aux thérapies 
conventionnelles. Des travaux précédents de l’équipe ont démontré l’intérêt de la 
thérapie génique pour le traitement du cancer du pancréas. Ces travaux ont donné 
lieu à un essai clinique (TerGAP, Thérapie Génique de l’Adénocarcinome 
Pancréatique) visant à étudier l’utilité du transfert de matériel génétique (codant pour 
deux enzymes du métabolisme de la gemcitabine et pour le récepteur SST2) pour la 
chimiosensibilisation des tumeurs [326]. Ce transfert de gène peut être effectué par 
transfection, comme dans le cas du TerGAP, entrainant une expression transitoire du 
gène médicament, mais de nombreux travaux ont démontré l’utilité de la transduction 
lentivirale pour une expression stable du gène d’intérêt dans les cellules tumorales 
[327][328]. La transduction lentivirale repose sur la production artificielle de particules 
pseudo-virales, non réplicatives, qui présentent l’intérêt de s’insérer dans le génome 
de la cellule hôte par le biais d’une intégrase. 
Ce travail avait pour but de déterminer l’effet de la restauration de miR-148a 
dans des cellules dérivées de l’adénocarcinome pancréatique, afin d’évaluer le 





















































Discussion :  
Nos travaux ont mis en évidence l’absence d’effets bénéfiques conséquents à la 
restauration de l’expression de miR-148a dans des lignées dérivées d’AP.  
Nous avons démontré par différents procédés expérimentaux que la restauration de 
miR-148a dans différentes lignées cancéreuses pancréatiques ne modifie pas la 
répartition dans le cycle cellulaire, la prolifération, la migration, l’invasion, la 
tumorigénicité ainsi que la sensibilité à la gemcitabine. De plus, le transfert de gène 
dans un modèle de tumeur établi chez la souris n’inhibe pas la croissance tumorale. 
Ces observations corrèlent avec l’absence de changement significatif dans le profil 
d’expression protéique des cellules surexprimant miR-148a. 
Ces résultats sont en désaccord avec les données de la littérature. En effet, 
Lujambio et al. ont démontré dans la lignée SIHN-011B que la surexpression de miR-
148a inhibe l’invasion et la dissémination tumorale in vitro et in vivo [329]. Dans des 
cellules cancéreuses coliques, Zhang et al. ont démontré un effet pro-apoptotique 
par le ciblage de BCL-2 (B Cell lymphoma 2) en réponse à une surexpression 
transitoire de miR-148a [321]. De plus, Fujita et al. décrivent une inhibition de 
croissance, de migration et d’invasion après transfection de mimics-148a 
(oligonucléotide précurseurs de microARNs) dans des lignées dérivées de cancer de 
la prostate [330]. Néanmoins, l’action de miR-148a semble dépendante du cancer. 
Des travaux récents ont montré que l’inhibition de miR-148a dans un contexte de 
cancer du foie enraye la prolifération cellulaire, la migration et l’invasion in vitro et in 
vivo, suggérant une action pro-oncogénique de ce microARN [331]. De plus, si la 
répression de miR-148a est décrite dans le cancer de l’estomac, différentes équipes 
ne s’accordent pas sur son action. Sa surexpression stable dans les cellules AGS et 
MGC-803 n’a pas d’effet sur la prolifération mais inhibe l’invasion [324]. A l’inverse, 
Guo et al. montrent dans la même lignée AGS que la surexpression de miR-148a 
entraîne une augmentation de la prolifération et de la migration, suggérant un effet 
pro-oncogénique [323]. L’ensemble de ces résultats démontre bien une absence de 
consensus quant à l’action de ce microARN et vraisemblablement une grande 
variabilité expérimentale. 
Comme dit précédemment, la gemcitabine est la chimiothérapie de référence pour 
l’AP. Nous avons, dans un premier temps, déterminé l’absence de corrélation entre 
le niveau d’expression endogène de miR-148a et la sensibilité intrinsèque à la 
gemcitabine dans 5 lignées pancréatiques de référence. De plus, ni la surexpression 
transitoire, ni la surexpression stable de miR-148a n’influent sur cette sensibilité.  
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Afin d’écarter l’hypothèse d’outils de biologie moléculaire défectueux pour 
l’expression de ce microARN, nous les avons validés en répétant les expériences de 
la seule étude prenant place dans un contexte d’AP. Liffers et al. ont montré le 
ciblage de CDC25b par miR-148a dans des cellules cancéreuses pancréatiques 
[325]. Nous avons observé ce ciblage au niveau protéique par Western blot et par 
l’inhibition de la traduction du gène rapporteur de la luciférase cloné en amont de la 
partie 3’-UTR de l’ARNm de CDC25b prouvant la validité de nos outils.  
A notre connaissance, seules deux études ont utilisé la même approche de 2D-DIGE 
(Two Dimension – Differential Gel Electrophoresis) pour étudier la réponse à la 
surexpression d’un microARN [267][332]. Parmi les études d’autres groupes que 
nous citons, les auteurs utilisent différentes approches pour montrer le ciblage d’un 
transcrit par un microARN (rapporteur luciférase, 2D-DIGE, Western blot, immuno-
histochimie), suivant une surexpression ectopique de celui-ci. Encore une fois, les 
niveaux de surexpression varient selon les groupes, allant de 5 fois pour notre étude 
à près de 1000 fois dans les travaux de Hummel et al. Il est fort probable que 
l’absence de standardisation dans les techniques employées pour l’étude du ciblage 
d’un transcrit par un microARN, participe à la variabilité observée dans les résultats 
des différentes équipes.    
La surexpression de miR-148a dans nos lignées est de 200 fois en transfection 
transitoire et de seulement 5 fois en surexpression stable. Cette différence s’explique 
par les différentes stratégies utilisées faisant appel à la transfection transitoire d’un 
précurseur de miR-148a d’une part et à l’expression stable par transduction 
lentivirale d’autre part. Il est très important de garder à l’esprit que miR-148a est 
réprimé entre 5 et 10 fois dans l’AP, comparé au tissu adjacent sain correspondant et 
4 fois dans le cancer de l’estomac [324][253,325]. Alors que la plupart des études 
privilégie une très forte surexpression pour étudier l’effet de miR-148a (jusqu'à 1000 
fois pour l’étude de Hummel et al. [322]), il est légitime de se demander si de tels 
niveaux d’expression mettent en évidence les cibles et les effets physiologiques de 
ce microARN. Il est clairement établi que le ciblage par ARN interférence est moins 
spécifique plus la concentration d’ARNs interférents augmente (phénomène appelé 
off-Target). Afin de parer à toute éventualité, nous avons choisi d’effectuer les deux 
approches de surexpression pour s’assurer la spécificité de nos observations. La 
cohérence dans nos résultats démontrant l’absence d’effet anti-tumoral d’une 
surexpression stable ou transitoire de miR-148a et ce dans plusieurs lignées 
classiquement utilisées, ainsi que la validation préalable de nos outils de biologie 




Article 3 - « Rôle de la méthylation de l’ADN dans les 
processus de carcinogénèse pancréatique » 
La surexpression des DNMTs est une caractéristique commune à de nombreux 
cancers [208]. Comme nous l’avons vu dans l’article 1, ainsi que dans d’autres 
études, l’hyperméthylation de l’ADN est un évènement précoce dans la 
carcinogénèse pancréatique ainsi que dans d’autres cancers. En effet, l’altération 
des profils de méthylation est observable dès les stades précurseurs du cancer tels 
que les lésions PanINs de l’AP ainsi que d’autres lésions précancéreuses d’autres 
organes [333][334].  
Ce changement aberrant des profils de méthylation est en corrélation avec une 
surexpression des DNMTs, mais si l’association parait évidente, aucun lien de 
causalité n’a encore été clairement établi dans le cancer entre surexpression stable 
d’une DNMT et transformation cellulaire. Néanmoins, certaines pistes semblent 
prouver ce lien. Différentes voies oncogéniques, telles que les voies activées par Ras 
ou SV40 (Simian Virus 40) peuvent mener à la surexpression de DNMT1 par sa 
dérégulation transcriptionnelle ou post-transcriptionnelle [335–337]. De plus, une 
surexpression de DNMT ou une dérégulation de son expression en fonction du cycle 
cellulaire serait associée à la transformation de cellules normales [336][338]. Enfin, 
les travaux de Linhart et al. ont montré que la surexpression inductible de DNMT3b 
favorise l’apparition de tumeurs intestinales chez la souris APC +/- (adenomatus 
poliposis coli, gène suppresseur de tumeur) [339]. Le rôle joué par DNMT3b est ici 
difficile à déterminer, puisque la souche murine hétérozygote pour APC présente 
déjà une prédisposition au développement de néoplasies intestinales [340]. Ainsi, la 
surexpression de DNMT3b est sûrement un facteur nécessaire mais peut-être pas 
une altération suffisante au développement de tumeurs. Ces résultats sont 
néanmoins en adéquation avec les travaux de l’équipe de Fan et Xie, qui ont 
démontré qu’un polymorphisme dans le promoteur de DNMT3b induisait une 
augmentation de la transcription de ce transcrit et était un facteur prédisposant au 
cancer de l’estomac [341]. 
Tous ces résultats vont dans le sens d’une implication des DNMTs dans l’initiation du 
cancer, alors que Gao et al. décrivent en 2011 que c’est la délétion de DNMT3a qui 
favorise la progression tumorale dans le cancer du poumon, en augmentant la 
prolifération cellulaire ainsi que l’invasion mais n’initie pas la carcinogénèse [342].   
Cette dichotomie du rôle de la méthylation de l’ADN dans la carcinogénèse semble 
donc dépendre de l’enzyme étudiée ainsi que du tissu d’intérêt. En conséquence 
110 
 
nous avons voulu déterminer si la surexpression des méthyltransférases de l’ADN 
dans des lignées pancréatiques normales était suffisante à la transformation de ces 
cellules. Dans le cas d’un changement de phénotype en réponse à cette 
surexpression, nous avons proposé de déterminer la nature du changement dans le 
profil de méthylation et sa répercussion dans le profil d’expression génique. De plus, 
la conception d’outils de biologie moléculaire permettant l’expression stable des 
différentes DNMTs nous permet d’évaluer si les profils mis en place en réponse à 
leur surexpression sont propres à chaque enzyme, ou si leur dérégulation entraîne la 





Surexpression des ARNm des différentes DNMTs dans les lignées cancéreuses 
pancréatiques  
La surexpression des différentes DNMTs dans l’AP a déjà été démontrée par les 
travaux de Robertson et Peng. Nous avons voulu déterminer le niveau de cette 
surexpression dans différentes lignées dérivées d’AP et couramment utilisées 
comme modèle d’étude. Nous constatons que toutes les lignées surexpriment les 
ARNm de chaque DNMT à des niveaux variables (Figure 1A). La surexpression de 
l’ARNm de DNMT1 et DNMT3a est de l’ordre de 5 à 10 fois dans les lignées dérivées 
d’AP comparée à la lignée hPNE (human Pancreatic Nestin positive Epithelial cells, 
cellules pancréatiques non cancéreuses). La surexpression de DNMT3b est 
comparable à celle des autres DNMTs dans les lignées BxPc-3, Miapaca-2 et Panc-1 
mais est presque 5 fois supérieure dans les lignées Capan-1 et Capan-2.  
 
Etablissement de lignées pancréatiques normales surexprimant les différentes 
DNMTs  
Afin de déterminer les conséquences à long terme de la surexpression des 
différentes DNMTs, nous avons établi des lignées pancréatiques hPNE surexprimant 
de manière stable chaque DNMT. Ces lignées ont été établies par transduction 
Figure 1 : Expression des ARNm des DNMTs dans différentes lignées cellulaires dérivées d’AP.   
L’expression des différentes DNMTs a été mesurée par q-RT-PCR. Comme l’expression des DNMTs est induite 
lors du cycle cellulaire, les niveaux d’expression sont normalisés par rapport au gène CyclineD1. L’expression 
de chaque DNMT a ensuite été comparée à l’expression dans la lignée pancréatique non-cancéreuse hPNE 
(arbitrairement fixé à 1) (A). L’expression endogène des différentes DNMTs dans la lignée témoin hPNE est 


























lentivirale permettant l’intégration stable d’une séquence codante pour DNMT1, -3a 
ou -3b fusionnée à un épitope HA dans la partie N-terminale. La surexpression de 




La surexpression de l’ARNm de DNMT1, -3a et -3b dans les lignées hPNE 
correspondantes est respectivement d’un facteur 5, 20 et 300. De plus, il est 
important  de noter que la surexpression d’une DNMT n’altère pas l’expression de 
l’ARNm des deux autres enzymes dans ces lignées. L’analyse en Western blot 
confirme l’expression de la forme exogène de ces enzymes par la reconnaissance de 
l’épitope HA. L’expression de la protéine HA-DNMT1 est moins importante pour les 
formes HA-DNMT3a et HA-DNMT3b. Hormis pour HA-DNMT3b nous pouvons 
constater que la surexpression de ces enzymes se fait dans le même ordre de 
grandeur que celle observée dans les lignées dérivées de l’AP (Figure 1). 
Figure 2 : Expression stable des différentes DNMTs dans la lignée hPNE.  
Les cellules hPNE sont transduites par des vecteurs lentiviraux codant pour les différentes DNMTs fusionnées 
à l’épitope HA à l’extrémité N-terminale. L’expression de l’ARNm de chaque DNMT (endogène + exogène) est 
mesurée par q-RT-PCR (A, B, C) et l’expression des formes exogènes est validée par Western blot (D). * = 





Afin de permettre la mise en place d’un profil de méthylation par les DNMTs 
surexprimées, nous avons cultivé les cellules pendant 60 jours avant de réaliser nos 
études. Pour s’assurer que les DNMTs sont exprimées de manière stable, les 
cellules sont cultivées en condition de sélection par un antibiotique dont la résistance 
est apportée par notre vecteur lentiviral. 
Etude du profil de méthylation en réponse à la surexpression des différentes 
DNMTs 
Afin de déterminer l’impact de la surexpression des différentes DNMTs dans nos 
lignées cellulaires, nous avons déterminé leur profil de méthylation par la méthode 
Infinium Methylation 450K (Integragen, Evry). Cette approche permet de déterminer 
le niveau de méthylation de 485460 dinucléotides CpG répartis sur le génome. La 
répartition de ces sondes selon leur contexte génomique ou selon leur distance à 
l’îlot CpG est représentée Figure 3.    
 
Nous pouvons constater que 86% des cytosines étudiées sont situées à proximité 
d’un gène (enhancer, promoteur, UTR ou corps du gène) et que seulement 14% des 
cytosines se situent dans un contexte non codant (séquences répétées, satellites 
etc.…) (Figure 3B). Parmi toutes les cytosines, 31% sont concentrées en îlots CpG, 
23% sont situées jusqu'à 2kb autour de ces îlots (shores) et 10% en sont éloignées 
d’entre 2 et 4kb (shelves). Trente six pour cent de ces cytosines en revanche ne 
répondent à aucune de ces définitions et sont dispersées en faible concentration 
(Figure 3A).  
Figure 3 : Répartition sur le génome des sondes de l’Infinium Methylation 450K.  
La répartition des sondes est illustrée en fonction de leur distance par rapport aux îlots CpG (A), ou de leur 















































































Nous avons ensuite mesuré la fréquence de méthylation de chaque cytosine dans 
nos 4 lignées hPNE exprimant la protéine GFP, HA-DNMT1, HA-DNMT3a ou HA-
DNMT3b et représenté le nombre d’occurrences pour chaque intervalle de fréquence 
de méthylation. Les cytosines montrant une fréquence de méthylation (β-value) de 
l’ordre de 0 à 0.2 sont considérées comme globalement non méthylées, alors que 
celles comprises entre 0.8 et 1 sont considérées comme hyperméthylés. Nous 
observons que la majorité des cytosines sont globalement non-méthylées et ce, 
Figure 4 : Profils de méthylation des lignées hPNE surexprimant les différentes DNMTs 
La fréquence de méthylation des 485460 dinucléotides CpG est représentée pour chaque lignée hPNE (A). Ces 
fréquences de méthylation sont comparées à la lignée témoin hPNE-GFP (B). La différence de méthylation 





indépendamment de la lignée cellulaire. Près de la moitié des cytosines est ensuite 
répartie sur des fréquences de méthylation allant de 0.3 à 0.8 dans toutes nos 
lignées. En revanche, un nombre important de cytosines présente une très forte 
fréquence de méthylation dans toutes nos lignées. Il est intéressant de constater que 
la surexpression des DNMTs n’induit pas un bouleversement global de la méthylation 
des cytosines dans notre modèle cellulaire, avec un décalage des cytosines vers les 
fortes fréquences de méthylation. 
Nous avons dans un deuxième temps comparé le niveau de méthylation de chaque 
cytosine de la lignée hPNE GFP (β-value) à la cytosine correspondante dans les 
lignées DNMTs (Figure 4B). La valeur absolue de la différence de méthylation 
observée est appelée Delta β-value. Afin de limiter les biais dus à la technique de 
conversion au bisulfite de sodium, à la mesure par l’Infinium Methylation 450K, ou à 
nos réplicas biologiques, nous nous sommes concentrés sur les cytosines 
différentiellement méthylées (CDM) montrant une Delta β-value supérieure à 0.5. De 
plus, comme nous souhaitons étudier les cibles potentielles des différentes DNMTs, 
nous nous focalisons sur les cytosines hyperméthylés comparées à la lignée GFP. 
Plus de 90% des CDM montrent une différence de méthylation observée entre les 
lignées GFP et DNMTs comprise entre 0 et 0.2. De plus, les Delta β-values 
supérieures à 0.5 ne concernent que moins de 1% des cytosines.  
 
Figure 5 : Nombre de cytosines hyperméthylées en réponse à la surexpression des différentes DNMTs.  
Le diagramme de Vern représente le nombre de cytosines hyperméthylées (delta β-value>0.5) dans les 
différentes lignées hPNE DNMTs. Le recouvrement de plusieurs cercles indique les cytosines hyperméthylées 
communes à plusieurs lignées. Un exemple de gènes correspondants aux cytosines hyperméthylées est 
donné pour chaque lignée, ainsi que la liste des gènes correspondants aux cytosines hyperméthylées à la fois 
dans les trois lignées. 
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L’analyse épigénétique des CDM entre nos lignées GFP et surexprimant les DNMTs 
montre que 213 CDM dépassent notre valeur seuil (Delta β-value > 0.5) dans la 
lignée hPNE DNMT1, 788 dans la lignée DNMT3a et 74 dans la lignée DNMT3b. Des 
exemples de gènes correspondants aux sites hyperméthylés dans chaque lignée 
sont présentés Figure 5. Conformément à nos observations Figure 4B, la majorité de 
nos 485460 dinucléotides CpG présente une variation de méthylation < 0.5. De plus, 
nous observons que la lignée hPNE HA-DNMT3a présente la proportion la plus 
importante de cytosines hyperméthylées. En revanche, la lignée hPNE DNMT1 
montre un nombre de CDM plus élevé que les hPNE DNMT3b. Par ailleurs, peu de 
CDM sont communes à 2 lignées hPNE DNMTs et seulement 4 sont communes aux 
3 : CXCR1 (récepteur aux chemokines), RNF113A (Ring Finger Protein 113A de 
fonction inconnue), KCNE2 (canal potassique voltage dépendant) et un enhancer 
situé sur le chromosome 2 n’étant relié à aucun gène. Par cette observation, nous 
pouvons déduire que chaque DNMT établit un profil d’hyperméthylation spécifique.  
Nous avons voulu déterminer si des gènes correspondants aux sites hyperméthylés 
en réponse à la surexpression de nos DNMTs étaient aussi rapportés comme 
différentiellement méthylés dans l’AP. Nous avons pour cela comparé nos CDM 
présentant un Delta β-value>0.5, à une base de donnée de gènes dont la 

















s  CDKN2A  
 RARB  
 CCND2  
 SFRP1  
 
Nous pouvons noter l’absence de gènes hyperméthylés communs entre nos lignées 
hPNE DNMT1 ou -3b et les gènes présents dans cette base de données. En 
revanche, les hPNE DNMT3a montrent 4 gènes communs : CDKN2A (p16, 
régulateur du cycle cellulaire), RARB (Retinoic acid receptor beta, récepteur 
nucléaire), CCND2 (cycline D2, régulateur du cycle cellulaire) et SFRP1 (Secreted 
frizzled-related protein 1, modulateur de la voie WNT).  
L’ensemble de ces résultats suggère que la surexpression de DNMT3a induit un 
génotype plus grave que pour les deux autres DNMTs et que chacune de ces 
enzymes met en place un profil de méthylation spécifique. En revanche, la stringence 
Tableau 1 : Tableau de correspondance entre les CDM identifiées pour chaque lignée DNMT et une base de 
données de gènes  différentiellement méthylés dans l’AP. 
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de nos conditions d’analyse induit l’exclusion d’une majorité de sites 
différentiellement méthylés.  
Etude du profil d’expression génique en réponse à la surexpression des 
différentes DNMTs 
Nous avons par la suite déterminé les conséquences de la surexpression des 
différentes DNMTs sur le profil d’expression génique de nos lignées cellulaires par 
une approche de puce à ARN (Agilent SurePrint G3 Human Gene Expression 8x60K 
v2 Microarray, plateforme TRIX, Toulouse). Cette technique nous a permis d’étudier 
en parallèle l’expression de tous les gènes annotés chez l’Homme dans nos 






Figure 6 : Analyse transcriptomique des lignées hPNE DNMTs. 
L’analyse transcriptomique a été réalisée à partir des ARNs totaux des différentes lignées hPNE (GFP et 
DNMTs) et effectuée en quadruplet. Seuls les gènes montrant un p-value ajustée (par la méthode Benjamini-
Hochberg) inférieure à p<0.05 ont été pris en compte. Le niveau d’expression de chaque gène dans les 
lignées DNMTs est comparé à celui de la lignée hPNE-GFP (A). Le nombre de gènes montrant une différence 
d’expression de plus de 2 fois est reporté en B. 
  DNMT1 DNMT3a DNMT3b  
Surexprimés > 2X 201 284 63 





 La majorité des différences d’expression entre lignées témoin et DNMTs est 
modeste, avec une surexpression inferieure à 2 fois ou une répression de moins de 
50% (Figure 6A). Afin de limiter le nombre de faux-positifs dû à la technique de 
mesure ou à nos réplicas biologiques, nous considèrerons comme différentiellement 
exprimés les gènes induits ou réprimés plus de deux fois. De plus, comme la 
méthylation de l’ADN est communément associée à une répression de la 
transcription et que nous étudions ici les conséquences directes de la surexpression 
des DNMTs, nous nous focaliserons sur les gènes réprimés dans nos lignées 
DNMTs.     
Le nombre de gènes différentiellement exprimés entre lignée témoin et lignées 
DNMTs varie drastiquement d’une lignée à l’autre (Figure 7). Nous pouvons noter 
que le nombre de gènes surexprimés dans la lignée hPNE HA-DNMT1 est plus 
important que le nombre de gènes réprimés. En corrélation avec l’étude épigénétique 
de ces lignées, les hPNE DNMT3a montrent la plus grande altération dans leur profil 
d’expression génique en termes de nombre de gènes différentiellement exprimés et 
les hPNE DNMT3b le moins important. 
 
Figure 7 : Nombre de gènes réprimés dans les lignées hPNE DNMTs. 
Le diagramme de Vern représente le nombre de gènes réprimés plus de deux fois dans les différentes lignées 
hPNE DNMTs. Le recouvrement de plusieurs cercles indique les gènes réprimés communs à plusieurs lignées.
Un exemple de gènes spécifiques réprimés dans chaque lignée est présenté, ainsi que la liste des gènes 
réprimés à la fois dans les trois lignées.  
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Nous avons comparé les gènes réprimés afin de déterminer si les profils 
d’expression génique sont propres à chaque lignée. De manière intéressante, la 
proportion de gènes réprimés communs à deux lignées est beaucoup plus importante 
que la proportion de cytosines hyperméthylées.  
 
Cytosines différentiellement méthylées 
Communs avec  DNMT1 DNMT3a DNMT3b  
DNMT1   6% 9% 
DNMT3a 23%   14% 
DNMT3b  3% 1%   
Gènes différentiellement exprimés 
Communs avec  DNMT1 DNMT3a DNMT3b  
DNMT1   18% 25% 
DNMT3a 56%   22% 
DNMT3b  22% 6%   
  
Nous avons ensuite étudié la corrélation entre les CDM hyperméthylés dans nos 
différentes lignées et les gènes soumis à une répression dans notre analyse 
transcriptomique.  
  
Tableau 2: Proportion des CDM ou des gènes réprimés communs à deux lignées hPNE DNMTs. Ce tableau 
reprend les données des figures 5 et 7 et représente les proportions CDM commun / CDM totaux pour 
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Dans notre lignée hPNE HA-DNMT1, seuls deux gènes présentent une corrélation 
entre l’hyperméthylation observée par l’Infinium Methylation 450K  et une répression 
transcriptionnelle. Douze gènes présentent cette corrélation dans la lignée hPNE HA-
DNMT3a et aucun dans la lignée hPNE HA-DNMT3b.  
Etude de la prolifération et de la clonogénicité des lignées hPNE HA-DNMTs 
La surexpression des DNMTs est une caractéristique commune à beaucoup de 
cancers. Face aux changements conséquents des profils de méthylation et 
d’expression génique dans nos lignées cellulaires, nous avons déterminé si cette 
seule surexpression des DNMTs est suffisante à la transformation d’une lignée 
pancréatique non-cancéreuse (hPNE).  
Nous avons dans un premier temps mesuré le taux de croissance cellulaire de nos 
différentes lignées hPNE GFP, HA-DNMT1, HA-DNMT3a et HA-DNMT3b (Figure 
8A). Le taux de croissance des cellules hPNE GFP est utilisé comme référence. Les 
cellules hPNE HA-DNMT1 ont un taux de croissance supérieur aux hPNE GFP 
jusqu'à J7, puis ralentissent jusqu'à J12. Les cellules hPNE HA-DNMT3a ont un taux 
de croissance supérieur de J1 à J12 alors que les hPNE HA-DNMT3b ne présentent 
aucune différence par rapport aux cellules témoins. La mesure du temps de 
doublement cellulaire des différentes lignées entre J1 et J4 est présenté Figure 8B. 
En adéquation avec la mesure du taux de croissance, le temps de doublement des 
hPNE HA-DNMT1 est réduit de 6h par rapport aux cellules témoins et celui des 
Tableau 3: Tableau de correspondance entre les CDM identifiées dans nos lignées DNMTs et les gènes 
réprimés identifiés par analyse transcriptomique de ces mêmes lignées.     
121 
 
hPNE HA-DNMT3a est diminué de 15h. Les cellules hPNE HA-DNMT3b ne 


































































































Nous avons mesuré la répartition des différentes lignées hPNE dans le cycle 
cellulaire par un marquage de l’ADN à l’iodure de propidium et analyse en cytométrie 
de flux (Figure 8C). Si les lignées hPNE HA-DNMT1 et -3b ne montrent pas de 
Figure 8 : Mesure de l’effet de la surexpression des DNMTs sur la croissance cellulaire. 
Les cellules sont ensemencées à une concentration de 2000 cellules/cm2 cultivées pendant 12 jours. Pour la 
mesure du taux de prolifération, le nombre de cellules compté tous les jours est comparé à celui de J1 (A). Le 
temps de doublement cellulaire est déterminé durant la phase exponentielle de croissance entre J1 et J4 (B). 
La répartition des cellules dans le cycle cellulaire est mesurée à 6 jours par marquage à l’iodure de propidium 
et analyse en cytometrie de flux (C). Chaque expérience est reproduite en triplicat. 
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différence significative par rapport aux cellules témoins, la lignée hPNE HA-DNMT3a 
montre une augmentation de la proportion des cellules en phase G1 et une diminution 
de la proportion dans les phases S et G2. Ceci, additionné à la réduction du temps de 
doublement cellulaire observé Figure 8B, suggère que ces deux dernières phases du 
cycle cellulaire sont raccourcies et que les cellules se concentrent en phase G1.  
 
En plus de l’augmentation de la prolifération, la clonogénicité est une caractéristique 
des cellules transformées. Nous avons mesuré la capacité de nos lignées à pousser 
dans un milieu semi-solide (agar mou) pendant 40 jours (Figure 9). Les cellules  
hPNE GFP et HA-DNMT1 forment des colonies qui cessent très rapidement de 
croitre et conduisent à des colonies de très petites tailles (<10 µm). Les cellules 
hPNE HA-DNMT3a forment quant à elles des colonies de taille >20 µm et les cellules 
hPNE HA-DNMT3b à des colonies de taille supérieure aux lignées GFP et HA-
DNMT1 mais <20 µm. Ces observations in vitro suggèrent, en corrélation avec 
l’altération du patron de méthylation et du profil transcriptomique, que la 
surexpression de DNMT3a conduit à des altérations moléculaires majeures, 
permettant de franchir les premières étapes de la transformation cellulaire et 
d’acquérir les caractéristiques principales de cellules transformées.    
Figure 9 : Mesure des capacités de clonogénicité des lignées hPNE DNMTs. 
Vingt mille cellules sont ensemencées en plaque 6 puits dans une solution d’agar à 0.35% et cultivées durant 
40 jours. Les colonies formées sont observées en contraste de phase (échelle = 20 µm). Chaque expérience 
est reproduite en triplicat.  
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La capacité à former des tumeurs in vivo est une caractéristique essentielle de la 
transformation cellulaire. Devant les changements opérés dans notre lignée hPNE 
HA-DNMT3a, nous avons mesuré la capacité de nos lignées hPNE à former des 
tumeurs chez la souris SCID (Figure 10). Des cellules hPNE mutées pour le proto-
oncogène KRAS (transition G12D) ont été décrites comme étant capables d’induire 
ce type de tumeurs et sont utilisées comme témoins positifs. Parmi les 5 lignées 
injectées in vivo, seules les cellules hPNE KRAS G12D forment des masses dès 15 
jours. Par soucis éthique, les souris ayant reçu ces cellules sont sacrifiées après 30 
jours seulement. Aucune tumeur n’est détectable pour les 4 autres lignées après 60 
jours. Nous pouvons donc conclure que la surexpression des DNMTs n’est pas 




Figure 10 : Injection sous-cutanée des cellules hPNE DNMTs. 
Deux millions de cellules sont injectées en sous-cutané chez des souris SCID CB-17 et laissées durant 60 jours 
(n=5 pour chaque lignée cellulaire). 
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Conclusion et Perspectives : 
Dans ces travaux, nous avons mis en évidence les conséquences de la 
surexpression stable des différentes DNMTs.  
La première perspective à court terme de ces travaux correspond à la validation de 
nos résultats d’épigénétique et de transcriptomique. Le niveau de méthylation des 
gènes identifiés comme hyperméthylés dans nos analyses sera mesuré par 
pyroséquençage et nous nous assurerons de la correspondance des résultats 
obtenus avec les deux approches. Par ailleurs, les résultats de transcriptomique 
seront eux validés par q-RT-PCR aussi bien au niveau de gènes réprimés que de 
gènes induits.  
Dans nos travaux l’approche Infinium Methylation 450K nous permet d’étudier le 
niveau de méthylation de plus de 99% des gènes annotés mais à la résolution d’une 
seule voire deux cytosines par gène. Il est donc fortement probable que des 
changements de méthylation soient présents sur des cytosines adjacentes à celles 
étudiées, qui ne seront donc pas pris en compte dans notre étude. De plus DNMT3a 
et -3b sont localisées au niveau de l’hétérochromatine. Il serait donc logique que les 
formes ectopiques de ces enzymes soient localisées à ces mêmes loci. La majorité 
des cytosines étudiées par l’approche Infinium Methylation 450K est située au niveau 
de gènes ou à proximité et ignorent pratiquement les séquences répétées constituant 
principale de l’hétérochromatine. Il est donc possible que les effets observés dans les 
lignées DNMT3a et -3b soient sous-estimés. Enfin, nous avons placé une valeur 
seuil très haute (Delta β-value >0.5) pour définir les cytosines différentiellement 
méthylées entre les lignées GFP et DNMTs. Dans leurs travaux, Shen et al. utilisent 
exactement la même approche [343]. En revanche, ils utilisent un seuil beaucoup 
plus permissif pour leur analyse (Delta β-value >0.2). L’analyse de nos données avec 
un tel seuil augmenterait assurément le nombre de CDM dans chaque lignée mais au 
risque de majorer le nombre de faux-positifs.  
Les sondes utilisées dans notre approche sont réparties sur des enhancers, des 
promoteurs, sur différentes parties des gènes (UTR, introns…) et associés ou non en 
îlots CpG. Nous pourrions ainsi étudier si les DNMTs que nous surexprimons ciblent 
particulièrement un type de région génomique (îlot, UTR …). 
Nous avons vu dans l’introduction que la méthylation dans le corps d’un gène n’est 
pas forcement corrélation avec une répression transcriptionnelle. Les travaux de 
Métivier et al. démontrent la méthylation cyclique d’un promoteur 
transcriptionnellement actif [140]. Nos analyses se sont concentrées sur la 
corrélation entre l’hyperméthylation de l’ADN et la répression transcriptionnelle dans 
125 
 
les lignées hPNE en occultant un nombre conséquent de gènes induits. La suite de 
nos analyses s’intéressera donc aux mécanismes responsables de la surexpression 
de ces gènes et la part jouée par l’hyperméthylation de certaines régions en réponse 
à la surexpression des DNMTs.  
Comme nous en avons discuté dans l’introduction, la méthylation de l’ADN intervient 
dans la régulation de l’expression des microARNs. Pour des raisons techniques, les 
microARNs n’étaient pas pris en compte dans notre étude transcriptomique. Nous 
proposons à court terme d’étudier le profil d’expression d’un panel de 96 microARNs 
dans nos lignées cellulaires par BioMark™.  
Nous avons vu que la surexpression de DNMT3a est capable de favoriser la 
croissance des cellules et leur clonogénicité in vitro. De par leur interaction avec 
d’autres protéines, il est possible que les DNMTs induisent des changements dans le  
comportement des cellules indépendamment de la méthylation de l’ADN. Nous 
proposons donc de surexprimer des DNMTs mutées sur leurs sites catalytiques afin 
de déterminer si les effets observés au niveau des lignées DNMT1 et -3a sont 
dépendants des protéines ou de leur activité enzymatique. De plus, nous avons 
constaté que la surexpression de nos DNMTs entraîne une modification des patrons 
de méthylation dans nos lignées stables. Nous pouvons donc nous demander si la 
restauration d’une activité méthyltransférase normale permet une restauration de 
paramètres normaux de proliferation et de clonogénicité, ou si une fois les marques 
de méthylation apposée sur le génome, les cellules présentent un phénotype altéré 
durablement. Les vecteurs utilisés pour l’établissement de nos lignées stables sont 
sous le contrôle d’un opérateur TET, pouvant être inhibé constitutivement par 
l’expression stable d’un répresseur TET. Nous procéderons donc à la transduction 
lentivirale de nos lignées DNMTs par un  vecteur codant pour ce répresseur et nous 
déterminerons si les patrons de méthylation subsistent après un retour à un niveau 
normal d’expression des DNMTs et mesurerons les paramètres de prolifération et de 
clonogénicité. 
Alors que les cellules hPNE HA-DNMT3a montrent des caractéristiques de cellules 
transformées in vitro, elles sont incapables de former des tumeurs après injection en 
sous-cutanée chez la souris. Cette observation contraste avec les résultats obtenus 
avec les cellules hPNE mutées KRAS G12D. Ceci suggère que l’altération de 
l’expression des DNMTs et de la méthylation de l’ADN, bien que précoce dans la 
carcinogénèse pancréatique est insuffisante pour la transformation des cellules 
pancréatiques normales. Néanmoins, les résultats obtenus montrent clairement que 
cette altération joue un rôle au moins dans la promotion de la carcinogénèse et que 
parmi les DNMTs, DNMT3a joue un rôle plus important que DNMT1 et -3b. Nous 
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pourrions injecter les cellules dans le pancréas des souris SCID, afin de reproduire 
au mieux l’environnement physiologique de ces cellules. Il serait aussi possible de 
combiner la surexpression des DNMTs avec la mutation KRAS G12D afin de voir s’il 
existe un effet synergique des deux types d’altérations intervenant de manière 
concomitante durant la carcinogénèse pancréatique.  
Pour finir, devant les résultats observés dans un contexte pancréatique, nous 
proposons de reproduire ces expériences dans des cellules non-cancéreuses 
provenant d’autres organes afin de déterminer si l’action de DNMT3a que nous 
avons mis en évidence n’est pas dépendante d’un tissu ou d’un organe particulier.  
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V. Conclusion et perspectives 
L’équipe du Pr Buscail et du Dr Cordelier se consacre à l’étude de l’AP en vue de 
déterminer des biomarqueurs de ce cancer et de nouvelles thérapies. L’équipe 
s’attache tout particulièrement à l’étude des microARNs qui présentent la particularité 
de pouvoir moduler l’expression d’un grand nombre de protéines et dont le profil 
d’expression a montré un potentiel diagnostique dans certains cancers.   
L’objectif de ce travail de thèse était d’étudier la part jouée par la méthylation de 
l’ADN dans la carcinogénèse pancréatique avec un intérêt particulier sur son 
implication dans la régulation de l’expression des microARNs. Ces travaux ont 
permis différentes observations : 
- Nous avons dans un premier temps mis en évidence une liste de microARNs 
potentiellement réprimés par hyperméthylation de l’ADN dans l’AP. Parmi ces 
candidats, miR-148a présentait un intérêt particulier du fait qu’il est réprimé 
dans différents cancers, suggérant un rôle suppresseur de tumeur. Nous 
avons constaté pour la première fois dans l’AP la répression précoce d’un 
gène codant pour un microARN à un stade prénéoplasique. Cette répression 
est dépendante de l’hyperméthylation de sa séquence génomique et peut être 
levée par un traitement déméthylant de l’ADN. De plus, nous avons démontré 
que cette marque d’hyperméthylation pouvait aider au diagnostic différentiel 
entre deux pathologies pancréatiques de pronostic et de traitement 
radicalement différents. Ce travail a donc décrit que la méthylation de l’ADN 
joue un rôle à part entière dans la répression de certains microARNs mais 
surtout qu’elle intervient très tôt dans la carcinogénèse (Article1).  
 
- Nous avons alors montré que la restauration de l’expression de miR-148a n’a 
pas d’impact significatif sur le comportement des cellules tumorales 
pancréatiques, que ce soit in vitro ou in vivo. Ces résultats sont d’une grande 
importance du fait qu’ils permettent de clore le débat sur le potentiel 
thérapeutique de miR-148a proposé dans la littérature, du moins dans un 
contexte pancréatique. Par une mise en situation « dans les conditions du 
réel » nous avons démontré que cette altération bien que précoce n’induit pas 
de changement significatif au niveau cellulaire (et correspond à une altération 
« passenger »), ou bien la restauration de ce miR est compensée par des 





- Nous avons enfin observé que la surexpression de DNMT3a dans des cellules 
pancréatiques non-cancéreuses induit des changements drastiques en termes 
de prolifération et de clonogénicité mais aussi au niveau épigénétique et 
transcriptomique. Mais de manière très intéressante, cette surexpression 
n’induit pas de changements suffisants pour l’établissement de tumeurs chez 
la souris (Article 3).  
Ces observations fournissent de nombreuses pistes à explorer. En effet, elles 
fournissent une base solide pour une étude plus approfondie de l’implication de la 
méthylation de l’ADN dans la carcinogénèse et de son utilisation pour le diagnostic 
du cancer.  
L’implication des DNMTs dans la carcinogénèse 
La surexpression des DNMTs induit un changement du profil d’expression génique 
dans notre modèle in vitro. Ces changements impliquent une répression de certains 
gènes, mais aussi l’induction d’autres gènes. Nous proposons dans un premier 
temps l’analyse de ces gènes différentiellement exprimés et leur regroupement en 
différentes unités fonctionnelles afin de déterminer quelles grandes fonctions sont 
affectées dans notre modèle cellulaire. Une meilleure compréhension de ces 
fonctions aidera à élucider les mécanismes moléculaires responsables du 
changement phénotypique orchestré par DNMT3a et pourquoi DNMT1 et -3b 
n’induisent pas de tels changements.  
Par ailleurs, la méthylation des cytosines entraîne une forte augmentation de la 
probabilité d’une transition d’une cytosine vers une thymidine et est donc la source 
de mutations ponctuelles dans les loci méthylés. Cette méthylation peut avoir lieu 
aux alentours mais aussi au sein de gènes. Dans le cadre d’une surexpression des 
DNMTs, le patron de méthylation est modifié et des séquences intragéniques se 
retrouvent méthylées. Nous pourrions étudier l’apparition de mutations ponctuelles 
dans nos cellules hPNE DNMTs dues notamment à la déamination spontanée. De 
plus, la mutation des DNMTs elle-même a déjà été décrite dans d’autres cancers 
(notamment les tumeurs liquides). Ces mutations peuvent entraîner une altération de 
l’activité catalytique de ces enzymes ou leur mauvaise localisation dans la cellule. 
Une étude de la présence de mutations des 3 DNMTs serait alors intéressante dans 
le cadre de l’étude de l’adénocarcinome pancréatique. En addition des mutations des 
DNMTs il n’y a, à ma connaissance, aucune étude disponible concernant 
l’expression des variants des DNMTs dans le cancer du pancréas. Nos travaux ont 
porté sur la surexpression des formes actives de ces enzymes. Bien que le rôle de 
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leurs variants dans la cellule ne soit pas encore élucidé, leur statut d’expression dans 
une situation physiopathologique apporterait de nouveaux indices sur leur fonction.   
Enfin, d’autres mécanismes cellulaires n’ont pas été étudiés dans nos travaux tels 
que l’invasion, la migration, la transdifférenciation ou la résistance à l’hypoxie. Un 
modèle de monoculture in vitro est souvent insuffisant pour déterminer pleinement 
l’ampleur des changements opérés dans un type cellulaire. L’établissement d’un 
modèle murin de surexpression des DNMTs spécifiquement dans les cellules 
épithéliales canalaires pancréatiques serait à même de répondre, dans des 
conditions physiologiques, au rôle joué par ces enzymes dans la carcinogénèse 
pancréatique. Par ailleurs, les changements épigénétiques orchestrés par les 
DNMTs et plus précisément par DNMT3a peuvent avoir un impact sur 
l’environnement des cellules surexprimant les DNMTs. Dans le cas où des molécules 
secrétées (facteurs de croissances, enzymes, mucines) ou des protéines de surface 
seraient différentiellement exprimées, la méthylation de l’ADN pourrait participer à la 
carcinogénèse par des voies que nous n’avons pas encore étudiées. Le modèle 
murin surexprimant les DNMTs spécifiquement dans les cellules épithéliales 
canalaires pancréatiques serait alors un outil précieux pour ces travaux.  
L’implication de l’environnement dans la carcinogénèse pancréatique  
Comme décrit dans l’introduction, la méthylation de l’ADN se met en place durant le 
développement et est influencée par l’environnement (toxines, stress, contexte 
social…). Dans la mesure où la population à risque susceptible de développer un AP 
n’est pas clairement définie, nous pourrions évaluer l’impact de l’environnement sur 
le développement de ce cancer. Nous avons aussi vu dans l’introduction à travers les 
travaux de Weaver et al. que le comportement maternel en début de vie a un impact 
significatif sur la réponse au stress pendant le reste de la vie adulte. Enfin Lillycrop et 
al. décrivent dans leur revue que le régime alimentaire maternel influe directement 
sur l’état de méthylation de différents gènes impliqués dans le métabolisme et dans 
différentes fonctions endocrines [344]. Ainsi, nous proposons d’évaluer le rôle du 
stress et du régime alimentaire dans l’émergence et la prédisposition à cette maladie 
digestive qu’est l’AP. Ces travaux pourront prendre place chez l’Homme, par une 
étude transgénérationelle des environnements sociaux des patients diagnostiqués 
pour l’AP et l’étude de leurs habitudes alimentaires. Nous conduirons aussi ces 
travaux chez le rongeur, modèle chez lequel nous pourrons facilement induire un 
stress, contrôler le régime alimentaire et étudier des phénomènes prenant place 
dans leur descendance.    
L’utilité de la méthylation de l’ADN dans le diagnostic de l’AP 
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L’utilité de la méthylation de la séquence codant pour miR148a dans le diagnostic 
différentiel entre AP et pancréatite chronique nous ramène à l’utilisation de la 
méthylation de l’ADN pour le diagnostic précoce du cancer discuté dans 
l’introduction. Le matériel biologique utilisé dans nos travaux est du liquide de 
rinçage de cytoponction à l’aiguille fine. Nous proposons de reproduire notre 
approche Infinium Methylation 450K à partir cette fois d’échantillons biologiques plus 
faciles d’accès tel que le sérum ou les eaux fécales des patients. Les études 
actuelles focalisent leur étude sur l’hyperméthylation d’un groupe restreint de gènes. 
Or, nos travaux illustrent que i : la surexpression des DNMTs est accompagnée 
d’une déméthylation de certaines régions géniques; ii : les nouvelles approches haut-
débit telles que l’Infinium Methylation 450K permettent de mettre en évidence des 
changements de méthylation sur l’ensemble du génome en une seule analyse. Une 
analyse prospective du profil de méthylation serait précieuse pour la mise au point 
d’outils diagnostiques « augmentés » visant ainsi à détecter et classifier la tumeur et 
adapter l’option thérapeutique. 
Enfin, durant notre dernière étude, nos observations suggèrent une spécificité des 
patrons de méthylation en fonction des DNMTs. Nous avons, travaillé à partir de 
pools cellulaires (ensemble hétérogène de cellules), impliquant que les patrons de 
méthylation observés sont ceux d’un ensemble de clones présentant des niveaux de 
transduction différents et donc des niveaux d’expression de DNMTs différents. Cette 
possibilité nécessite des approfondissements. Nous pouvons envisager d’étudier ce 
mécanisme en établissant des clones de chaque lignée DNMT, dont le profil de 
méthylation sera étudié en parallèle. La concordance des patrons de méthylation 
entre différents clones d’une même lignée et la différence entre les patrons de 
méthylation de clones de  lignées différentes indiquera avec précision s’il y a 





Ainsi, nous pouvons conclure de ces travaux de thèse qu’ils ont contribués à une 
meilleure compréhension des mécanismes de la carcinogénèse pancréatique et 
qu’ils ont apporté un point de vue critique sur l’utilité d’un microARN proposé dans la 
littérature comme un outil thérapeutique potentiel de l’AP. Mais au-delà, ces travaux 
ont permis de soulever d’autres questions sur l’implication des DNMTs dans 
l’avènement du cancer et le rôle joué par l’environnement démontrant que ce 
mécanisme épigénétique a encore énormément de réponses à livrer.   
Schéma : Etude de la spécificité des patrons de méthylation de l’ADN en fonction des DNMTs 
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Abstract: DNA methylation is a major epigenetic modification that strongly 
participates in the physiological control of genome expression. DNA methylation 
patterns are largely modified in cancer cells and can therefore be used to 
distinguish cancer cells from normal tissues. This review describes the main 
technologies available for the detection and the discovery of aberrantly methylated 
DNA patterns. It also presents the different sources of biological samples suitable 
for DNA methylation studies. We discuss the interest and perspectives of the use 
of DNA methylation measurement for cancer diagnosis through examples of 
methylated genes commonly documented in the literature. The discussion leads to 
our consideration for why DNA methylation is not commonly used in clinical 
practice by indication the main requirements that constitute a reliable biomarker. 
Finally, we describe the main DNA methylation inhibitors currently used in 
clinical trials and those that exhibit promising results. 
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1. Introduction  
1.1. DNA Methylation, a Physiological Process 
Developmental processes and proper biological functions are tightly dependent on 
hierarchical and regulated gene expression patterns. Numerous molecular processes control 
gene expression. DNA methylation is a physiological epigenetic process that leads to long 
term-repression of gene expression 1. Like histone modifications, DNA methylation does not 
impact genomic DNA sequence itself, but adds a methyl (CH3) group on cytosines of CG 
dinucléotides. This reaction is catalyzed by a DNA methyltransferase enzyme family 
composed of DNMT1, DNMT3a and DNMT3b 1. Briefly, this chemical modification affects 
gene expression through two major mechanisms. DNA methylation can directly interfere with 
the binding of transcription factors that are sensitive to methylated CpG 1. Alternatively, 
methylated cytosines are recognized by methyl binding domain (MBD) protein family that 
mediates the recruitment of chromatin remodeling enzymes such as histone deacetylases 1. 
Consequently, histone deacetylation leads to the condensation of the chromatin and to the 
silencing of the neighboring gene 1. Even though present all along the genome, CG 
dinucléotides are not equally interspaced and are frequently grouped in CpG islands (p for 
phosphate) 1. DNA regions targeted by DNA methylation are physiologically subject to long 
term silencing. They usually correspond to genes transiently expressed during development, 
subject to X chromosome inactivation, imprinted genes or vestigial repeated sequences 2. 
Approximately sixty percent of our genes harbor one or more CpG islands in their promoter 
and therefore can be potentially silenced by DNA methylation. Meanwhile, in normal cells 
only 5% of these promoters are methylated illustrating that the establishment of this 
epigenetic mark is not a predominant process. However, CpG islands are not exclusively 
located at gene promoter, many of them are located within gene body. Conversely, 
methylation of intragenic CG dinucléotides can increase transcription and/or activate an 
alternative promoter 1,3.  
1.2. DNA Methyltransferase Family and Establishment of DNA Methylation Profiles  
The first identified DNA methyltransferase DNMT1 is known as a maintenance DNMT 4. 
It is responsible for the exact copying of the DNA methylation pattern on the neo-synthesized 
strand during DNA replication .Therefore it principally localizes to the DNA replication fork. 
Due to its importance in DNA replication, DNMT1 expression is tightly regulated during cell 
cycle by several mechanisms and maximal expression occurs during S phase 4. Since its role 
is to ensure the inheritance of DNA methylation pattern through cell division, DNMT1 
expression is maintained after development. On a transcriptional point of view, two transcript 
variants of DNMT1 mRNA were identified : a full-length form of 1616 amino acids, and an 
oocyte-specific variant that lacks the N-terminal 118 amino acids of the full-length form 
(DNMT1o) but both are enzymatically active 4. DNMT1 is capable of de novo methylation 
but its affinity for unmethylated DNA is far lower than for hemi-methylated DNA. As an 
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illustration of the crucial role of DNMT1, the genetic loss of DNMT1gene in mice model is 
embryonic lethal 5. 
The de novo DNA methyltransferases DNMT3a and DNMT3b are responsible for the 
establishment of DNA methylation patterns during development. They are highly expressed 
during embryogenesis 4. Similarly to DNMT1, DNMT3a and 3b expression is increased in S 
phase but they do not localize at the DNA replication fork 5,6. Immuno-fluorescence study 
shows that both de novo DNMTs localize to heterochromatin 6. Further experiments 
demonstrate that DNMT3a and DNMT 3b are strongly associated to nucleosomes containing 
methylated DNA, and promotes propagation of DNA methylation through stabilization of 
those enzymes 7,8. DNMT3a gene encodes at least two protein products, both enzymatically 
active but with variation on their localization in the nucleus. The DNMT3b gene encodes five 
isoforms: two are active and three inactive 4. Conversely to DNMT1, as development 
progresses both genes undergo tissue-specific repression such that their expression is scarcely 
detectable in adult tissues 9. De novo methylation is a crucial developmental process as 
DNMT3b knockout is lethal at embryonic stage of mouse development 9,10. DNMT3a-
deficient mice are via  ble only 4 weeks after birth 9. An additional DNMT3-like enzyme 
(DNMT3L) was identified. It is highly similar to DNMT3a and 3b, but lacks the catalytic 
domain 11. Interestingly, DNMT3L is expressed simultaneously to DNMT3a and DNMT3b, 
and despite its absence of enzymatic activity, it stimulates de novo methylation via   its 
interaction with these enzymes 11. 
A last enzyme is associated to the DNMT family based on sequence homology. Whereas 
this enzyme is named DNMT2, it shows no DNA methyltransferase activity. Homozygous 
deletion of DNMT2 gene in mouse ES cells has no effect on the maintenance or the 
establishment of methylation, providing evidence that DNMT2 does not play a major role in 
global de novo or de maintenance methylation of CG sites in mammals 12. Other studies 
demonstrate that DNMT2 methylates transfer RNAs 13,14,15. Consequently, DNMT2 is now 
known as TRDMT1 (tRNA aspartic acid methyltransferase 1) by the HUGO gene 
nomenclature.  
1.3. DNA Methylation Alterations in Cancers and Preneoplastic Lesions 
Alteration of DNA methylation patterns is a hallmark of cancer 16. Numerous studies 
describe repression of tumor suppressor genes (TSG) involved in various cellular pathways 
(cell cycle, apoptosis or genome maintenance) during carcinogenesis by DNA 
hypermethylation of their promoters. Paradoxically, cancer cells exhibit a global genome 
hypomethylation that leads to genomic instability and re-expression of silenced genes 16,17. 
Mechanisms underlying this paradox are still not clearly explained. Wild and Flanagan depict 
current knowledge on genome wide DNA hypomethylation associated with cancer 18. Briefly, 
two competing theories of “passive” versus “active” demethylation processes could explain 
this phenomenon. The former implies a disruption of the link between histone modifications 
and DNA methylation establishment, an aberrant localization of DNMT1 to DNA damage 
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sites or a metabolic imbalance favoring a decrease in the methyl group donor, S-adenosyl-
methionine. Conversely, the latter theory relies on a class of enzymes harboring a 
demethylase activity. TET protein family (Ten Eleven Translocation proteins) is described to 
actively demethylate methyl-cytosines by their oxidization and their elimination through 
different mechanisms in physiological conditions 19. Briefly, the TET enzyme family 
facilitates passive DNA demethylation by oxidizing methyl-cytosines to 5-hydroxyl-
methylcytosines (5 hmC) leading to a considerable reductions in UHRF1 binding (ubiquitin-
like containing PHD and RING finger domains) and in DNMT1 methyltransferase activity at 
the replication fork 20,21. A second mechanism involves the DNA repair pathway. Hydroxy-
methylcytosines are converted either by further oxidization or by deamination that leads to a 
nucleotide mismatch, which will be excised and replaced by a cytosine 22,23. Last, DNMT3a 
demonstrates methyltransferase activity in reducing conditions and conversely, 
dehydroxymethylation in oxidizing conditions that converts 5 hmC in cytosines 23.  
Recent works report that induction of TET suppresses breast tumor growth, invasion and 
metastasis in mouse xenografts 24,25. Moreover, TET down-regulation in hepatocellular 
carcinoma correlates with a decreased level of 5 hmC and is associated with tumor size and 
poor overall survival 26. Taken together, these observations are controversial with a pro-
oncogenic effect of TET mediated-DNA demethylation.  
AID proteins (apolipoprotein B mRNA editing catalytic polypeptides) mediate 
deamination of cytosines to uraciles. This chemical reactions leads to mutations in mRNAs 
essential for the generation of the vast repertoire of antibodies in mammals 27. AID proteins 
are also shown to play a role in active DNA demethylation, as down-regulation of AID in 
hetero-karyons blocks the rapid demethylation normally observed at the OCT4 and NANOG 
promoters 28. This strongly suggests that DNA demethylation mediated by AID is not a global 
effect but rather AID can target specific loci through unknown mechanisms. Moreover, 
remarkable works from Métivier and co-workers highlights a demethylase activity for 
DNMT3a and -3b in association with DNA glycosylase and base excision repair machinery. 
This demethylase activity is involved in cyclical methylation and transcription of pS2 gene 
promoter 29. Once again, this demethylation activity seems cyclical and does not explain the 
global and long term demethylation observed in cancer. Hence, in the absence of indisputable 
identification of the demethylation mechanisms leading to the global hypomethylation 
associated with cancer, current knowledge may favor slow and passive demethylation during 
carcinogenesis. Given the global rearrangement of the methylome, it is unlikely that all 
methylation changes play a causative role in carcinogenesis. Kalari and Pfeifer elegantly 
introduce the concept of “driver” and “passenger” DNA methylation alterations in cancer. 
Indeed, DNA hypermethylation of TSG promoters can be easily associated with a 
carcinogenic effect, and so be referred to as a “driver” alteration. Conversely, a particular 
chromatin environment predisposing a gene to DNA hypermethylation with no particular 
effect on cell transformation can reflect a “passenger” event 30. 
If aberrant DNA hypermethylation has been described in cancers for a long time, such 
alterations in pre-cancerous lesions are now documented. This constitutes an interesting field 
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of investigation to fully understand key events of carcinogenesis. It is reported a DNMT1 
over-expression in pre-cancerous lesions of the pancreas 31. Early DNMT over-expression is 
also observed in several rodent models 32,33. Despite a moderate DNMTs over-expression in 
pre-neoplastic lesions, many studies measure changes in DNA methylation in early steps of 
various cancers. They constitute indirect proof that DNMT mis-regulation is an early event of 
carcinogenesis. Sato et al. reports that pancreatic cancer precursor lesions display aberrant 
DNA hypermethylation at early stages and the prevalence increases progressively during 
neoplastic progression 34. Similarly, we describe that the DNA region encoding the 
microRNA miR-148a is hypermethylated in early pancreatic cancer stages 35. DNA 
hypermethylation of hMLH1 and MGMT is found in another type of pancreatic pre-cancerous 
lesions 36. Alteration in DNA methylation increases from normal gastric mucosa to pre-
neoplastic lesions and then cancerous lesions of the stomach 37. GSTP1 promoter 
hypermethylation is detectable as early as prostatic intraepithelial neoplasia 38.  
1.4. Altered Expression of DNMTs in Cancers 
Despite no evidence of clearly identified actors in DNA demethylation, alteration of global 
DNA methylation patterns in cancer is often associated with an over-expression of DNMTs as 
described in various tumors such as pancreas, colon, breast, acute and chronic leukemia 
39,40,41,42
. The mechanism by which DNMT over-expression leads to aberrant DNA 
methylation patterns remains unclear. Robertson et al. demonstrates that the exact degree of 
over-expression of DNMTs in tumors remains controversial but a low-level over-expression 
seems to be common 43. In addition, the mutation of TET2 in acute myeloid leukemia (AML) 
is associated with a decrease in 5 hmC content and, by the impairment of the demethylase 
pathway. This mutation could participate to the DNA hypermethylation observed in cancer 44. 
The mechanisms that explain DNMT over-expression are various. Esteller et al. observes in 
different cancer cell lines the duplication of the DNMT3b gene. In these cell lines, copy 
number correlates to increased mRNA and protein levels 45. Additionally, the same group 
describes that DNMT3b over-expression occurs by the stabilization of its mRNA in human 
colorectal carcinoma RKO cells 46. In addition to an increased amount of DNMTs several 
mechanisms are proposed to participate to the methylome rearrangement during 
carcinogenesis. Inappropriate timing in the expression of DNMTs during cell cycle could lead 
to the establishment of methylation marks.. Moreover, their aberrant localization may target 
uncommon DNA sequences or lead to abnormal protein-protein interaction 43. 
Acute myeloid leukemia (AML) is known to be associated with frequent DNMT3a 
mutation. Measurements of mutation frequency of DNMT3a gene in AML reveal that 22% of 
AML patients display mutations predicting translational consequences. These mutations 
mainly occur at the amino acid R882. Interestingly, gene expression analysis does not show 
specific expression profiles in cells expressing DNMT3a mutants. To our knowledge, the 
exact functional consequences of such changes are not detailed but associate with a shorter 
median overall survival (12.3 months vs. 41.1 months) 47. Moreover, no mutation is found in 
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DNMT1, DNMT3b and DNMT3L genes suggesting a relative specificity of DNMT3a mutation 
for AML. 
2. DNA Methylation Studies in Biological Samples 
The discovery of alterations in DNA methylation in cancer cells is offering scientists an 
alternative field of investigation to differentiate tumor cells from normal cells. This is 
complementary to genetic and cytological analyses used to date to improve cancer diagnosis. 
A large panel of molecular approaches has been developed to study DNA methylation profiles 
from a variety of biological samples. They differ by the number of DNA regions studied, their 
sensitivity, reproducibility, resolution, duration, and cost. Here, we describe some of the most 
appropriate techniques that can be used for cancer diagnosis. We also describe the next 
generation technologies that will allow for the identification of new methylated DNA markers 
to further improve cancer diagnosis.  
2.1 Most Common Approaches for DNA Methylation Studies 
Almost forty years have passed since scientists are able to quantify 5-methylcytosine 
content in genomic DNA by HPLC (high-performance liquid chromatography) 48, HPCE 
(high-performance capillary electrophoresis) 49 or nearest-neighbor analysis 50. Although 
these approaches provide accurate percentages of methylated cytosines, they suffer in the lack 
of information on the location of methylated cytosines on the genome. Whereas global DNA 
hypomethylation is proposed as an useful biomarker for liver cancer diagnosis 51, it seems 
difficult to implement these techniques for cancer diagnosis in clinical usage. The exact 
positioning of methylated cytosines became possible with the use of methylation-sensitivity 
restriction enzymes (MSRE) combined to polymerase chain reaction (PCR). This method 
requires an extremely small amount of starting DNA material; however, the resolution of 
methylation patterns is limited to the number of restriction sites in a given DNA region. 
Genome-wide implemented methods are proposed such as Restriction Landmark Genome 
Scanning (RLGS) 52, amplification of inter-methylated sites (AIMS)53 or methylation 
arbitrarily primed PCR (Ms-AC-PCR) 54 but hardly applicable for cancer diagnosis in clinical 
routine.  
Sodium bisulfite treatment of genomic DNA revolutionized DNA methylation studies 55. It 
consists in a chemical reaction that modifies unmethylated cytosines into uraciles and does 
not affect methylated cytosines. DNA methylation patterns of specific DNA regions or the 
entire genome is obtained from bisulfited DNA using PCR-based or micro-array approaches. 
Modified DNA is amplified by PCR using dedicated PCR primers that confer sequence 
specificity and a high sensitivity. DNA bisulfite conversion has been used for the 
development of a large panel of different molecular approaches. As one of them, bisulfite 
mapping allows the determination of DNA methylation pattern for specific DNA regions 
spanning approximately 100 bp to 1 kb. Several sequencings for a given PCR product are 
required to obtain precise and quantitative description of DNA methylation patterns. This 
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classical technique is inexpensive, reproducible with high resolution. Even though this 
approach is poorly sensitive and time consuming, it is frequently used to finely map the 
precise methylation level of nucleotides. Methylation specific-PCR (MS-PCR) is a method 
that derives from the latter one in which two sets of PCR primers are specifically designed to 
amplify methylated and unmethylated DNA regions of interest 56. The detection of PCR 
products is originally performed by gel electrophoresis. This technique is now replaced by 
Quantitative MS-PCR (qMS-PCR) in which PCR amplification is monitored in real time by 
the incorporation of fluorescent molecules. This improvement allows for precise 
quantification of DNA methylation levels of numerous specific regions and avoids the long 
electrophoresis step. Quantitative multiplex MS-PCR (QM-MS-PCR) and one step MS-PCR 
(OS-MS-PCR) 57 are also available to co-amplify specific genes in tissues from different 
origins or to determine DNA methylation levels of a specific region without the DNA 
extraction procedure. Since they only provide the methylation status of few CpG sites 
(contained in PCR primers), qMS-PCR requires perfect knowledge of the most discriminative 
methylated regions present in cancer cells to design powerful primers diagnosis. As these 
approaches provide quantitative measurements of DNA methylation, it is necessary to define 
a cut-off DNA methylation value before declaring that a sample is positive 56. Nevertheless, 
qMS-PCR techniques are simple, rapid, inexpensive, highly-sensitive and easily standardized. 
They are currently one of the most commonly used techniques for cancer diagnosis in clinical 
use. Methylation-sensitive high-resolution melting (MS-HRM) is based on the fact that 
nucleotide sequence of PCR products of bisulfite-treated DNA will differ depending on the 
methylation status of the DNA region of interest. The methylation level is determined by 
comparing the melting dissociation curves to standard PCR products of the same region 
containing known methylated CpG sites. Despite its high sensitivity, this method requires the 
acquisition of specific PCR apparatus and skilled operators. COBRA for Combined bisulfite 
restriction analysis uses the ability of bisulfite conversion to create new restriction enzyme 
sites or to maintain consensus sites of MSRE. After amplification, PCR products are digested 
with appropriate MSRE. The proportion of digested PCR products is compared to undigested 
PCR products by poly-acrylamide gel electrophoresis and image quantification software. This 
technique is reliably applied to DNA obtained from FFPE tissue sample 58. Moreover, this 
approach allows for the assessment of DNA methylation of a large number of biological 
samples. This technique is, however, limited by the presence of restriction sites in the 
sequence of interest after bisulfite treatment. More recently, high throughput approaches have 
been developed. For instance, Methyl Light is a high throughput quantitative methylation 
assay that uses fluorescent-based real time PCR (TaqMan®) in combination to bisulfite 
treatment 59. Also combined to bisulfite treatment pyro-sequencing is a quantitative DNA 
sequencing method in which light is emitted as a result of an enzymatic reaction representing 
each time a nucleotide is incorporated into the growing DNA chain 60. The approaches are 
limited by a short length of studied DNA and require exclusive apparatus. However, both 
these quantitative techniques detect low amounts of methylated DNA in heterogeneous DNA 
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preparation. Easily standardized, rapid and inexpensive, these techniques are increasingly 
used for clinical purpose. 
Beside the different approaches used for cancer diagnosis, several genome-wide 
technologies have recently been developed. Less applicable for clinical practice, these next-
generation technologies are perfectly adapted for the discovery of new DNA methylation 
biomarkers. Classical chromatin immuno-precipitation followed by array hybridization (ChIP 
on chip) identified numerous aberrantly methylated genes in cancers. Basically, methylated 
DNA is purified using MBD protein domains or antibodies directed against 5-methylcytosine 
(methyl-DIP) and subsequently hybridized on genomic microarray 61. Although these 
approaches allow for large scanning of the genome, they do not provide direct proof of DNA 
methylation. Validation analysis is often recommended to prove actual difference in 
methylation levels. More recently, next generation sequencing (NGS) technologies 
significantly increased the resolution level of DNA methylation profiles. For instance, ultra-
deep sequencing using 454 sequencing apparatus (Roche) provides the methylation of 25 
genes in more than 40 samples in a reduced amount of time 62. NGS can also be adapted to 
immuno-precipitated DNA fragment (Methyl DNA Immuno-precipitation sequencing also 
called MeDIP seq). Ultimately NGS permits the sequencing of the entire genome after 
bisulfite conversion. Although this new approach requires bio-informatic expertise, whole 
genome bisulfite sequencing (WGBS) recently revealed new differentially DNA methylated 
regions in chronic lymphocytic leukemia cells 63. Beside these NGS approaches, high 
throughput single nucleotide polymorphism (SNP) genotyping systems are suitable for DNA 
methylation analysis from bisulfite-converted genomic DNA 64. For instance, the methylation 
analysis of 1500 CpG from 371 genes in 96 samples (Golden Gate® BeadArray-Illumina) 
allowed identifying a panel of adenocarcinoma-specific methylation markers. This technology 
was implemented and now allows for methylation analysis of approximately 450 000 CG sites 
spread along 99% of human genes (Infinium Human Methylation 450-Illumina). Using this 
approach, Fuks’ group highlights the existence of previously unrecognized breast cancer 
groups therefore improving diagnosis of this cancer 65. 
2.2. Variety of Biological Samples for DNA Methylation Studies 
Due its capacity to resist extreme conditions, DNA can be obtained from a large panel of 
tissue samples or biological fluids. Moreover, high sensitive techniques (see above) can detect 
aberrantly methylated DNA from small amount of DNA or diluted into DNA from normal 
cells. Biological samples differ by their accessibility, enrichment in tumor cells and organ 
specificity. After surgery, solid tumor (primary tumors or metastasis) samples constitute the 
samples of choice for DNA methylation studies. They are enriched in tumor cells and provide 
significant amount of DNA. Archived samples with corresponding clinical annotations such 
formalin-fixed paraffin embedded (FFPE) tumor sections are also used to detect methylated 
DNA; though these samples are restricted to patients who are subject to surgery. DNA from 
solid tumors is obtained after biopsies or biopsy washing 66. They provide precious DNA 
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samples from patients who are not necessarily eligible for surgical resection. Cytological 
analyses are usually performed in parallel. Blood samples (plasma and serum) are commonly 
used in clinical research as potential sources of minimally invasive specimen acquisition for 
DNA methylation studies. They display a high uniformity of specimen collection and 
preparation in comparison to any other clinical samples. However, aberrant DNA methylation 
may originate in any organs. It is currently difficult to envisage how a blood positive 
screening assay would point the clinician toward the site of malignancy. While plasma and 
serum samples are used to target cell-free circulating DNA from solid tumors, white blood 
cells are particularly appropriate for leukemia. DNA for detection of methylation 
abnormalities can also be extracted from other sources of biological fluids. Indeed, DNA from 
detached tumor cells, and free floating DNA from dead tumor cells can be retrieved in small 
proportion in biological fluids. Numbers of those contain aberrantly methylated DNA from 
diverse tumor origin 67. For instance, saliva rinses contain cells from oral mucosa is employed 
for methylation studies to assist in early oral tumor diagnosis 68. Urine contains cancer cells 
from bladder, kidney and prostate origin. Sputum and bronchial washings are often used to 
improve the diagnosis of lung cancer 69. Pancreatic juice obtained by ultrasound echo-
endoscopy have shown their potential use of methylated DNA markers for the diagnosis of 
pancreatic cancer versus chronic pancreatitis 70,71. 
3. Altered DNA Methylation, Marks for Cancer Diagnosis 
Challenges in the field of biomarkers for cancer diagnosis follow a process of validation in 
which two unconditional criteria are evaluated to establish the potential usefulness of a 
biomarker: sensitivity and specificity 72. Sensitivity is defined as the proportion of confirmed 
disease subjects who show positive detection of the marker whereas specificity refers to the 
proportion of patients, negative for the disease and tested negative for the biomarker. The 
ideal biomarker would display 100% of sensitivity and 100% of specificity. This would mean 
that no cancer patient would be negative for the test, and that no cancer free patient would be 
positive for this biomarker. As this biomarker does not exist yet, researchers face three 
choices:  
- To improve existing tests using an existing biomarker 
- To discover new biomarkers with high sensitivity and specificity 
- To associate several biomarkers to compensate poor performance 
Over the last two decades the potential use of DNA methylation marks as biomarkers for 
cancer diagnosis has been assessed. Although a lot remains to be done in their validation and 
their assessment of specificity and sensitivity, many alterations have arisen as potential 
markers. This section gives a rapid overview of the most common alterations in DNA 
methylation in cancer and their potential as diagnostic biomarkers. Our aim is not to give an 
exhaustive list of epigenetically altered genes but rather illustrate the comprehensive impact 
of such alterations on different functional groups of genes. 
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3.1. Cyclin Dependent Kinase Inhibitor, P16 ink4a 
P16ink4a is a multiple tumor suppressor involved in cell cycle regulation. It inhibits the 
formation of an E2F–DB active transcriptional complex and promotes the formation of Rb–
E2F repressive transcriptional complex. This results in the prevention E2F-dependent 
transcription and blocks cell cycle progression past the G1/S restriction point 73. P16ink4a is 
found hypermethylated in numerous types of tumors including 27% of colorectal cancer with 
a sensitivity of 70% and a specificity of 100% from patient serum, in liver cancer with a 
sensitivity of 73% and in 24% of lung cancer 73,74,75,76. 
3.2. O6-methylguanine-DNA-methyltransferase, MGMT 
MGMT protein contributes to genome repair DNA by damage reversal. DNA repair occurs 
as a one-step reaction that leads to the transfer methyl or chloro-ethyl group to the active 
centre of the MGMT molecule. This results in restoration of guanine in the DNA and 
irreversible inactivation of MGMT. Therefore, MGMT is often referred to as a “suicide 
enzyme” 77. This protein plays a dual role in cancer: loss of expression enhances DNA 
damage while increased expression enhances the risk of cancer. Many cancers display high 
expression levels of MGMT responsible of chemo-resistance. Brain tumors are the most 
documented with an epigenetic repression of approximately 40% of patients 78. A similar 
observation is reported in 46% of colorectal tumor samples 79. Besides its potential as a 
diagnostic, it is shown that methylation of the MGMT promoter is associated with 
responsiveness to carmustine; and with an increase in overall survival and progression of 
disease 78.  
3.3. Glutathione S-transferase Pi 1, GSTP1 
GSTP1 participates to cell detoxification. GSTP1 eliminates exogenous compounds by the 
conjugation of glutathione 80. Numerous studies report altered expression of GSTP1 in 
cancers, and it is implicated in resistance to chemotherapy 81,82,83. Loss of GSTP1 expression 
by promoter hypermethylation is a major event in prostate cancer in which GSTP1 is found 
hypermethylated in 73% of cases with a sensitivity of 73%, a specificity of 100%, positive 
predictive value (PPV) of 100% and a negative predictive value (NPV) of 78% 84. GSTP1 
hypermethylation is also reported in breast carcinogenesis and large B cell lymphoma 85,86,81. 
3.4. MutL Homolog 1, MLH1 
The MLH1 gene encodes a protein involved in the DNA mismatch repair machinery. 
Insertion or deletion events and base mismatches result from DNA polymerase replication 
errors, recognized and corrected by the DNA mismatch repair pathway (MMR). This pathway 
consists of 3 major heterodimeric complexes, MutL homologue (MutL)α, MutS homologue 
(MutS)α, and MutSβ. MLH1 is part of the MutLα complex and is responsible for the 
recruitment of the excision and repair machinery to the site of a non-complementary base 
154 
 
marked by either MutSα or MutSβ 87,88. The genomic region encoding MLH1 is frequently 
hypermethylated in colon cancer with an high association with microsatellite instability (86% 
of cases) 89. The aberrant DNA methylation of this region is also found at lower frequency in 
endometrial cancer (37.5% of primary tumors and 5.6% of metastatic lesions investigated) 
and in ovarian cancer (8% of patients) 90,91,92. 
3.5. Breast Cancer Type 1 Susceptibility Protein, BRCA1 
BRCA1 is involved in DNA double-strand break repair by sensing and signaling DNA 
breaks. Through its interaction with numerous co-factors BRAC1 participates, to double-
strand break repair 93. BRCA1 rapidly localizes at breakage sites marked with histone H2A-X 
and interacts with enzymes that alter chromatin and DNA structure making surrounding DNA 
more accessible to repair machinery. The silencing of the BRCA1 gene by promoter DNA 
hypermethylation occurs in breast cancer (13%), but depending on cancer subtypes, BRCA1 
promoter hypermethylation is present in 55% of sporadic mucinous breast carcinomas and in 
67% of medullary breast carcinomas 92,94,95. In ovarian cancer, BRCA1 promoter is 
hypermethylated in 31% of sporadic ovarian carcinomas with loss of heterozygosity at 
BRCA1 locus 94. 
3.6. Septin 9, SEPT9 
Septins are GTP binding proteins involved in numerous cellular functions such as 
cytokinesis, vesicle trafficking, as well as in microtubule and actin dynamics. Despite the 
exact role of septins is still matter of intensive work, their relationship with cancer is well 
established. SEPT9 hypermethylation is found in colorectal and head and neck cancer patients 
96,97
. Moreover, carcinogenesis is associated with a change in SEPT9 isoform expression 
which can be explained by the methylation of an alternative promoter in breast cancer 98. This 
illustrates the caution required when studying DNA methylation patterns, which can differ 
from a region of gene to another. Finally, a plasma-based SEPT9 methylation-screening test 
displays a sensitivity of 72% and a 90% specificity in the detection of colorectal cancer 
patients 99. 
3.7. MicroRNA Encoding Genes 
MicroRNAs are small non-coding RNA that target messenger RNA (mRNA) and inhibit 
their translation into proteins. Since a single microRNA can target numerous mRNAs, 
alterations in their expression during carcinogenesis is a major event, as they can affect a 
broad range of cellular functions. Lu et al. demonstrates that the expression profile of 
microRNAs can classify human cancer. Interestingly, this study reports that most of 
microRNAs have low expression levels in tumors compared to normal tissues 100. High-
throughput analyses of global microRNAs expression profiles are promising tools for cancer 
diagnosis as they quantify several hundreds of potential markers 100,101. Moreover, considering 
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the impact of microRNAs on cell regulation, the mechanisms responsible of their down-
regulation are crucial in comprehending carcinogenesis. In addition to a global impairment of 
the maturation machinery of microRNAs, DNA methylation participates to the silencing of 
such molecules 102. Saito et al. was the first to detail the relationship between miR-127 
repression and DNA hypermethylation 103. Other groups describe this silencing by DNA of 
miR-9-1, miR-124a3, miR-148a, miR-152, and miR-663 in 34–86 % of cases of a breast 
cancer collection 104. Similarly, Wong et al. shows that miR-34a promoter is hypermethylated 
in 18% of multiple myeloma 105. We also show that miR-148a genomic sequence is 
hypermethylated in pancreatic cancer cells 35,106. This illustrates that similarly to protein 
encoding regions the silencing of non-coding RNA can be an indicator of cancer 
development, therefore unveiling miRNAs as remarkable source as diagnostic markers.  
3.8. Hypomethylated Genes in Cancer 
DNA demethylation associated with cancer occurs principally in long repetitive elements, 
and peri-centromeric regions 18. For a long time, marker discovery process was dependent of 
the observation of a change in protein expression and the research of the mechanism involved. 
As DNA hypomethylated regions in cancer do not always correspond to protein encoding 
regions, their interest has been underestimated. S100 calcium-binding protein P (S100p) over-
expression in pancreatic and prostate cancers occur by DNA hypomethylation 107,108. S100p 
stimulates cell proliferation and survival. Its hypomethylation is found in 100% of a small 
cohort of pancreatic cancer tissues 107. A lower frequency is found in prostate cancer, in which 
S100p is retrieved hypomethylated in 50% of samples 108. Long Interspaced Nucleotide 
Elements (LINE-1) is an ancestral repetitive element containing a high concentration of CpG 
islands, for which the methylation level is reported as a good indicator of the global 
methylation level in the genome. In their study, Ogino et al. reports that LINE-1 
hypomethylation is associated with shorter survival among colon cancer patients 109.  
 
3.9. Imprinted Genes 
In contrast to bi-allelic expressed genes, imprinted genes show a parental-specific mono-
allelic expression, as one other allele is repressed by DNA methylation. One interesting 
feature of gene imprinting is that repression is not gene-specific, but depends on the imprint 
on the surrounding genomic region. Up to date, ~130 imprinted genes are described, many 
control crucial functions during embryonic development 110. As carcinogenesis globally 
impacts the DNA methylome, one could hypothesize a probable deregulation in genomic 
imprinting. It is reported that “loss of imprinting" of Insulin-like Growth Factor II (IGF2) and 
the H19 large intergenic non-coding RNA coding regions is retrieved in 100% of chronic 
myeloid leukemia (CML), 80% of ovarian tumors, 70% of Wilms’ tumors, 66% of colorectal 
cancer, 56% of Barrett’s esophagus, 50% of renal-cell carcinomas, 50% of esophageal cancer, 
47–85% of lung adenocarcinoma and 30% of meningioma 111. In accordance with other 
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hypomethylated genes in cancer, loss of imprinting impacts numerous types of cancer and 
represents a potential mark for further investigation.  
4. DNA Methylation as Biomarkers 
Since sensitivity and resolution in the approaches to study DNA methylation are greatly 
improved, profusion of methylation marks in most types of cancer is described in the 
literature 112,113. Frequently documented DNA methylation marks are often not specific of one 
cancer but mostly conserved among tumor types. Thus, it seems challenging to propose a 
single DNA methylation alteration as a biomarker for a certain type of cancer. A combination 
of methylation marks is more likely to discriminate various types of cancers and to 
compensate the lack of specificity of each mark taken independently. Meanwhile, the 
combination of different biomarkers leads to a better specificity but also to lower sensitivity.  
4.1. In Cancer Diagnosis 
As diagnostic tools exist for the vast majority of cancers, DNA methylation-based 
biomarkers have to overcome current limitations and meet a clear medical need for their 
approval (Figure 1). They should exhibit a greater sensitivity and specificity than existing 
diagnostic procedure or a better accessibility through minimal invasive approaches. Thus, the 
actual interest of DNA methylation marker is discrete concerning cancer for which reliable 
diagnostic markers already exist. However, DNA methylation markers are of great interest in 
cases where differential diagnosis is difficult using conventional diagnostic procedure. They 
can be used alone or in combination with other diagnostic methods. An illustration for the use 
of DNA methylation marker as a tool to differentiate cancer diagnosis, McCluskey et al. 
shows that the difference in p16 gene hypermethylation distinguishes benign and malignant 
ovarian tumors and that distal promoter is methylated in 33% of low-malignant potential 
tumors compared to 5% of carcinomas 114. Similarly, our group demonstrates that the level of 
methylation in the gene encoding the miR-148a is a potential diagnostic tool for the 
differential diagnosis between pancreatic cancer and chronic pancreatitis 66.  
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4.2. In Early Detection of Cancer and Screening of High Risk Population 
The early detection of cancer in the absence of specific symptoms or screening large 
population cohorts represent a confounding issue in the field of cancer diagnosis (Figure 1). 
Both encounter the same issues regarding specificity and sensitivity as cancer diagnostic 
tools, but presents more prerequisites. Besides alterations have to occur early during 
carcinogenesis, a vast proportion of patients will obviously be negative for the screening, so 
the test performed will have to respect a high cost/effectiveness ratio, and will rely on non-
invasively obtained tissues. In population screening procedure biomarkers with a high 
sensitivity will be privileged to discard the false positive patients. Several works have 
demonstrated the feasibility of cancer detection by DNA methylation detection using 
minimum invasive procedure. Fujiwara et al. determines that the DNA methylation profile of 
5 genes, suitable for early detection of lung cancer patients. The study shows that when DNA 
hypermethylation of at least one gene is considered as positive, specificity and predictive 
values of methylation are 85% and 75%, respectively 115. Likewise, Müller et al. reports that 
SFRP2 is hypermethylated in fecal DNA of patients with colorectal cancer with a sensitivity 
of 77% and a specificity of 77% 116. Both studies demonstrate the feasibility of cancer 
diagnosis from easy-to-access samples with comfortable specificity and sensitivity, at least 
from a technological point of view.  
4.3. As an Advanced Diagnostic Tool 
At the frontier of cancer diagnosis, tumor profiling gives determinant information about 
the aggressiveness, chemo-sensitivity and invasion capacity (Figure 1). Similarly to cancer 
diagnosis, tumor sub-classification requires additional biomarkers (cytological, molecular) to 
determine the precise cellular origin and the mutational status of the tumor. DNA methylation 
patterns can serve as powerful tool for better resolutive classification of tumors. For instance, 
the use of high resolution DNA methylation based biomarkers (67,487 probes) in 49 acute 
lymphoblastic leukemia (ALL) patients can separate the different ALL subtypes and influence 
clinical outcome 117. Acute myeloid leukemia (AML) is referred as a heterogeneous disease 
displaying variability in the degree of commitment and differentiation of the cell lineage 
representing a critical issue toward the development of accurate clinical classification, risk 
stratification, and targeted therapy of this disease. Figueroa et al. classifies 344 patients into 
16 groups based on the epigenetic profiles of 15 genes. Among these groups, five display an 
original methylation signature with distinct clinical outcomes 118.  
Similarly to AML, gliomas are a heterogeneous group of intracranial neoplasia of glial 
origin that can be divided into different subtypes based on their cellular origin, and, into 
different grades according to cell density, nuclear appearances, pleomorphism, mitotic 
activity, vascular proliferation and regional necrosis. Genome wide-DNA methylation studies 
have permitted the identification of CpG island methylator phenotype (CIMP) 119. Uhlmann et 
al. established tissue as well as grade specific methylation profiles by the determination of the 
methylation level of 15 genes 120. Another example is the identification by genome wide DNA 
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methylation approaches of two different CIMP groups (high and low) in colorectal patients 
121
.  
Beside tumor classification and identification, an interesting feature of DNA methylation 
profiles is the capacity to predict tumor response to treatments and to improve patient 
prognostic. Predictive epigenetic biomarkers will allow a personalized management of the 
patient based on their individual methylation profile. For instance, DNA hypermethylation of 
MGMT promoter in 40% of glioma patients is directly associated with the tumor resistance to 
conventional chemotherapy based on alkylating agents. Moreover, accumulation of normal 
cells in the tumor biases the assessment of MGMT expression in the tumor. MGMT 
methylation status seems to be a better indicator of its transcriptional activity. More 
importantly, it correlates with tumor regression and prolonged overall and disease-free 
survival 78. 
Complexity and abundance of methylation marks revealed by genome-wide analysis open 
a new avenue of research towards the identification of novel biomarkers for cancer diagnosis. 
One could expect that the use of these approaches will lead to a “one-step diagnostic tool” 
informative on tumor presence, origin, sub-classification, grade, invasiveness, metastatic 
potential, chemo-sensitivity and relapse risk. 
5. Principal Requirements to Develop Diagnostic Biomarkers 
Despite the plethora of studies on potential methylated DNA markers for cancer diagnosis, 
the majority fails to meet clinical requirements. Many studies suffer defects in their design or 
their restricted size in patient sets; while most studies are abandoned in early validation steps. 
Here, we briefly describe some principal prerequisites for the elaboration of a reliable cancer 
diagnostic biomarker for clinical use.   
5.1. Preclinical Requirements 
The choice of tissue origin is determinant for further clinical use as early diagnosis or 
diagnostic biomarkers. The accessibility to biological samples is then a determinant criterion. 
Most studies that identify epigenetic biomarkers are conducted on resected primary tumors. 
These samples will not necessarily be suitable for early diagnosis in clinical routine since 
most tumor diagnoses are established from biopsies. Furthermore, epigenetic marks 
determined in the resected tissue will not always be present in easy-to-access body fluids. The 
less invasive the test is, the more suitable for clinical purpose it is. Then, researchers should 
favor biomarker identification studies from relatively easy-to-access biological samples to 
permit an easier translation towards clinical use. 
The very first step of biomarker discovery is often a comparison between cancer and 
normal tissues. A vast majority of studies present results obtained from a limited number of 
control tissues that may not be representative of the actual DNA methylation status in the 
healthy population. The concept of healthy population raises another problem: the nature of 
the control tissue itself. As DNA methylation patterns vary depending on age, gender, or 
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different non-cancerous pathologies, one should be attentive to the proper definition of the 
control population chosen to be compared to the cancer population. Cancer free samples 
should be sex - and age- matched and all the essential epidemiological information should be 
available for the investigated cancer type to allow for proper adjustments. Researchers should 
ensure that DNA methylation pattern of a specific gene is different from a control free cancer 
population or related associated pathology. For solid tumors, a frequently used procedure to 
identify distinctive epigenetic marks is to compare resected tumor samples to adjacent 
“healthy” tissue. Unfortunately, patients that undergo surgery may harbor other alterations in 
resection margins due to inflammation, "driver" or "passenger" molecular alterations 
preceding cytological changes. The lack of control samples from healthy donors is a major 
limitation in biomarkers identification. In this context, studies conducted from serum or 
samples obtained from minimally invasive procedure should abrogate this problem as they 
give an easier access to samples from healthy donors.  
5.2. Validation  
The main barrier in biomarker validation is certainly the reproducibility of the results. This 
validation must follow basics rules 122. Among all the different biases encountered during 
biomarker validation, over-fitting is one of the most substantial. Over-fitting occurs when a 
large number of variables is used to discriminate a small number of patients. Classically, a 
distinctive pattern might be independent of cancer itself, but representative of training set 
heterogeneity. This situation harmonizes  with the use of high throughput technologies as 
microarrays or NGS. Then, intra-laboratory use of a large validation set, independent from the 
training set, is critical for the validation of the lead.   
Many phase I pre-clinical studies (discovery, or proof-of-concept phase) propose that their 
lead can represent a new biomarker of interest for the diagnosis of a particular cancer. 
However, most of them do not compare their newly-identified biomarker to pre-existing 
diagnostic methods. The Food and Drug Administration (FDA) and other regulatory 
administrations request a lead to rejoin an unmet medical need, as a sine qua non condition 
order to be not redundant with an existing standardized method. Assessment of this criterion 
inevitably goes through the comparison of the lead with the gold standard method clinically 
used where lead has the obligation to bring an improvement such as performance 
(sensitivity/specificity), cost/effectiveness ratio, invasiveness. Once the interest of the lead is 
established, results have to succeed an inter-laboratory result validation using a different 
cohort. Lack in this validation procedure or insufficient performance can explain why most 
newly-identified epigenetic biomarkers do not cross the clinical barrier.  
5.3. Clinical Requirements 
The next step of clinical implementation for a new biomarker is the extension of the 
validation process described above to a larger cohort to further assess inter-individual 
variability in DNA methylation levels. This critical stage requires a standardization of DNA 
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methylation assessment as that extension may be multicentre. As discussed in the "Detection 
of Aberrantly Methylated DNA in Biological Samples" section, reproducibility of epigenetic 
biomarker detection should standardize specimen sampling, reception, storage and 
preparation. For example, as DNA methylation pattern is often heterogeneous among a same 
gene promoter, variations in technological approaches or location of analyzed promoter 
regions may generate different results. To date, several ready-to-use kits are available to 
analyze DNA methylation status of specific genes for cancer diagnosis in clinical use 123. 
Such standardization in the processing of samples would be the cobblestone of results 
reproducibility among laboratories.  
Last, concerning early detection biomarkers, an adequate follow-up for the cancer free 
samples used as the control population is necessary to ensure the absence of tumor 
development in the years following biomarker assessment. This consideration strengthen the 
robustness of the biomarker in detecting developing tumors at early step through the exclusion 
of false negative control patients.  
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6. Current Drugs/DNA Methylation Inhibitors and Clinical Trials 
DNA Methylation Inhibitors 
DNA methylation machinery is an attractive therapeutic target to reactivate aberrantly 
methylated TSG. DNA methylation inhibitors are classified as nucleosidic and non-
nucleosidic inhibitors. Although many of them mediate inhibitory effects of DNA methylation 
in preclinical studies, only few of them are clinically used. We describe here the classical 
DNA methylation inhibitors as well as promising compounds that are, for some of them, 
currently tested in clinical trials.  
6.1. Nucleosidic DNA Methylation Inhibitors 
There exist three families of first generation nucleosidic inhibitors. They all require their 
incorporation in replicating DNA to be active via   a covalent interaction with DNMTs. One 
of the main goals is to ideally target replicating tumor cells avoiding normal cells. By 
interfering with the copying of aberrant DNA methylation patterns, nucleosidic inhibitors 
aimed at erasing aberrant DNA hypermethylation.  
6.1.1. Azacytidine  
Azacytidine or 5-azacytidine (Vidaza®, Celgene) is a cytidine analog in which the carbon 
atom 5 is replaced by a nitrogen atom. After cell entry, azacytidine is converted into a tri-
phosphorylated active form and then incorporated into DNA and RNA 124. This analog is 
recognized by the DNMTs as normal cytosine, unfortunately it creates an irreversible covalent 
link with the enzyme leading to a cellular DNMT depletion 125,126. Approved by the FDA, 
azacytidine is currently used for the treatment of AML and myelodysplastic syndrome (MDS) 
127
. This compound is unstable in aqueous solution and displays significant cytotoxic effects 
in vitro and in vitro 128,125. Clinical trials to test azacytidine effects on patients with relapsed or 
refractory myeloid malignancies (MM) are currently ongoing (ClinicalTrials.gov Identifier 
NCT00412919). Recent studies in xenografted mouse model demonstrates that low doses of 
azacytidine (and also decitabine, see below) have antitumor effects on solid tumors (breast, 
colon, lung) 129. Effects of low doses of azacytidine in combination with entinostat (HDAC 
inhibitor) have proven efficacy in patients with refractory advanced non-small cell lung 
cancer in a phase I/II study 130. A randomized phase II clinical trial for adjuvant combined 
epigenetic therapy with azacytidine and Entinostat (orally bioavailabile histone deacetylase) 
in resected stage I non-small cell lung cancer (NCT01207726) is currently on-going. 
Similarly, a phase I/II clinical study of azacytidine, docetaxel and prednisone treatment of 
patients with metastatic prostate cancer previously treated with docetaxel is also being 
performed (NCT00503984). A prospective phase II study shows the safety and the efficacy of 
5-days azacytidine treatment in patients with low-risk MDS 131. Another phase II study 
demonstrates the feasibility of azacytidine treatment in AML elderly or frail patients 132. A 
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recently published Phase III study reports azacytidine benefit on overall survival of patients 
with higher-risk MDS (NCT00071799) 133. 
 
6.1.2 Decitabine  
Decitabine (Dacogen®, MGI Pharma) or 5-aza-2’-deoxycytidine is a desoxyribose analog 
of cytosine. Conversely to azacytidine that is incorporated in DNA and RNA, decitabine is 
only incorporated in DNA. This analog is also tri-phosphorylated to be active. It leads to 
DNMT depletion and genome hypomethylation. Toxic at high dose, decitabine is well 
tolerated at lower doses 134. Recently, a study shows lower toxicity of a derivative of 
decitabine, the 2´-deoxy-5,6-dihydro-5-azacytidine at doses that induce similar DNA 
hypomethylation and gene reactivation 135. Like azacytidine, decitabine is currently used for 
the treatment of AML and MDS 128. Several clinical trials are now testing the effects of 
decitabine in combination with other drugs on solid tumors. Effects of decitabine and Peg-
interferon are evaluating on patients with melanoma (NCT00791271). Decitabine in 
combination with temozolomide and panobinostat is being tested for the treatment of resistant 
metastatic melanoma (NCT00925132). A phase I/II trial is aiming at measuring the effects of 
tamoxifen following epigenetic regeneration of estrogen receptor using decitabine and LBH 
589 in patients with triple negative metastatic breast cancer (NCT01194908). Other analogs 
like 5-fluoro-2’-deoxycytidine have been synthesized. It is evaluated in combination with 
tetrahydrouridine for head and neck neoplasm, lung neoplasm, urinary bladder and breast 
neoplasms (NCT00978250). Second generation analogs are also emerging. For instance, SGI-
110 (Astex Pharmaceuticals), a dinucléotide “decitabine-p-deoxyguanosine” acts as a pro-
drug of decitabine. It is described as an effective DNA methylation inhibitor in vivo retarding 
tumor growth 136. It is now tested for the treatment of AML and MDS (NCT01261312). 
6.1.3 Zebularine  
Zebularine or 1-(b-D-ribofuranosyl)-1,2 dihydropyrimidin-2-one (Tocris Bioscience) is a 
nucleoside analog of cytidine. It is a transition state analog inhibitor of cytidine deaminase 
(CDA) by binding to its active site 137. Besides CDA inhibitory effects, zebularine is 
demonstrated as a DNMT inhibitor that displays antitumor activity and little toxicity 138. 
Zebularine is mostly studied for its therapeutic activity on AML 139. Preclinical studies on 
Apc(min+) mouse model show that long-term oral administration of zebularine causes a 
gender-specific abrogation of intestinal tumors while causing a tissue-specific DNA 
demethylation 140. A more recent study demonstrates that in Kasumi-1 AML cells in vitro 
model zebularine treatment leads to different gene profiles and no hypomethylation capacity 
when compared to decitabine and azacytidine 141. This study demonstrates that whereas they 
are known as DNA methylation inhibitors, the effects of these drugs are mediated by different 
mechanisms that probably overlap. Despite its promising tumor effect, to our knowledge, no 
there are no clinical trials using zebularine.  
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These three classes of first generation nucleoside show excellent results for the treatment 
of AML and MDS. However, it seems important to keep in mind that these inhibitors can also 
lead to the demethylation and re-expression of pro-metastatic genes 142. A need of more 
specific DNMT inhibitors and proper utilization of these drugs is required. Several second 
generation compounds were developed (ex: NPEOC-DAC , CP-4200, RX-3117, thio-cytidine 
derivatives, etc.). Up to now, despite promising preclinical results, no clinical trials have been 
initiated 143.  
6.2. Non-nucleoside DNA Methylation Inhibitors 
Unlike nucleosidic inhibitors, the mechanism of action of non nucleosidic DNA 
methylation inhibitors does not imply their incorporation into DNA molecules. For some of 
them the actual mechanism that leads to DNA demethylation is unclear. 
6.2.1 Hydralazine  
Hydralazine belongs to hydrazinophthalazine class of drug. It functions as a smooth 
muscle relaxant. In 1988, Cornacchia et al. reports that hydralazine, a drug associated with a 
lupus-like autoimmune disease, inhibits DNA methylation and induces self-reactivity in 
cloned T cell lines 144. A later study reveals that treatment with hydralazine reactivates 
methylated TSG such as p16ink4a in several cell lines 145. A phase I study shows that 
hydralazine treatment of four patients with cervical cancer restores the expression of 
methylated TSG without affecting global DNA methylation 146. However, the exact 
mechanism of DNA demethylating effects of hydralazine is still not understood. A 
comparative study of non nucleoside DNA methylation inhibitors even report an absence of 
effects on global and TSG demethylation 147. Often used for the treatment of hypertension, the 
anti-tumor activity of hydralazine in combination with valproate acid is being tested in several 
clinical trials. For instance, a phase II trial is testing the effects of hydralazine and magnesium 
valproate treatment of patients with refractory solid tumors (NCT00404508). In other reported 
cases, the effects of hydralazine/valproate acid are evaluated in addition to conventional 
chemotherapies (NCT00404326). 
6.2.2 Procainamide derivatives  
Procaine is a well known local anesthetic that belongs to the amino ester group. 
Procainamide, a derivative of procaine, is commonly used for both supraventricular and 
ventricular arrhythmias 148. These two drugs are demonstrated to interact to CpG rich DNA 
regions and leads to DNA demethylation of TSG such as RAR beta 2 gene 149. Procainamide 
is also a specific inhibitor of DNMT1 150. It displays in vitro growth-inhibitory effects on 
MCF-7 cells. However, these results are contrary to another study demonstrating that procaine 
and its derivatives does not induce global DNA demethylation in several cell lines 151. 
Recently, six conjugates of procainamide were synthesized and showed potent inhibitory 
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effects of DNMT3A/3L complex and DNMT1 152. Another procainamide derivative, IM25 
was identified from a large screening effort. It exhibits high potency in GSTp1 DNA 
demethylation in MCF-7 breast cancer cell model 153. Despite these promising results, the 
compounds are not yet tested for their anti-tumor effects in clinical trials.  
6.2.3 Flavonoids 
Flavonoids form a wide family of plant secondary metabolites. They are the most 
important plant pigments for flower coloration. The most studied flavonoids in cancer are the 
(-) epigallocatechin-3-O-gallate (EGCG) and the genistein: components of green tea and 
soybean, respectively. A first study reveals their DNA methylation inhibitory effects on TSGs 
in esophageal squamous carcinoma cells 154. Although EGCG is described as a direct inhibitor 
of DNMTs, the exact mechanism of action and DNA methylation inhibitory effects are still 
subject to controversy 155, 147,151,156. Nevertheless, several clinical trials are currently testing 
flavonoids as potential anti-tumor therapy. For instance, a phase II study is evaluating the 
benefit of a genistein treatment in patients with prostate cancer a few months prior to radical 
prostatectomy (NCT01126879).    
 
6.2.4 Other inhibitors 
 
Several other compounds like curcumin and derivatives were reported as potential DNA 
methylation inhibitors. Others were synthesized RG108 (phthalimido-L-tryptophan), MG98 
(DNMT1 antisense oligonucleotide), SGI-1027 (lipophilic quinoline) 124. MG98 toxicity was 
evaluated in several phase I clinical trials in patients with AML, MDS or advanced solid 
tumors 157,158. However, none of these inhibitors have entered clinical trials for anti-tumor 
therapy.    
7. Conclusions 
The accumulative interest for DNA methylation-based biomarkers for cancer diagnosis in 
the last two decades has been sensational. Discovery of original DNA methylation marks 
follows the constant technological improvement of DNA methylation studies, which can 
provide tremendous amount of data. We illustrate that most of the DNA methylation marks 
described in the literature are common among cancers and that few overcome the principal 
requirements for clinical contribution. Hence, despite the growing interest for DNA 
methylation biomarkers, one should stay attentive to basic clinical requirements to ensure 
their reliability. Accordingly, over fitting, use of large independent cohorts and 
standardization in DNA methylation level assessment have to be accounted for to propose a 
bona fide biomarkers suitable for clinical cancer diagnosis. 
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Figure 1. The interest of DNA methylation biomarker in cancer diagnosis. Thin 
arrows illustrates distinctive phases of carcinogenesis for which DNA methylation 
conveys improvement or an additional value to cancer diagnosis. The relative 
importance of DNA methylation based biomarkers regarding clinical need is 
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Résumé 
Le cancer du pancréas est la quatrième cause de décès par cancer dans les pays 
occidentaux. Ce cancer implique des changements dans les profils de méthylation de l'ADN 
ainsi que la surexpression des enzymes responsables de sa mise en place : les 
méthyltransférases de l’ADN. Cependant, le rôle exact joué par ces protéines dans la 
carcinogénèse restent à être prouvés. Nous avons d'abord cherché à déterminer l'évolution 
des profils de méthylation de l'ADN à travers l'étude de l'expression d'un microARN 
particulier: miR-148a. Nous avons confirmé la répression de miR-148a par la 
hyperméthylation dans plusieurs lignées cellulaires dérivées de cancer du pancréas ainsi 
que dans des échantillons de tumeurs humaines, et nous avons montré l'utilité de cette 
marque pour le diagnostic différentiel entre cancer du pancréas et pancréatite chronique. 
Nous avons de plus évalué le potentiel thérapeutique de miR-148a par transfert de gènes in 
vitro et in vivo. Nous n’avons observé aucun changement significatif dans le comportement 
des cellules/tumeurs surexprimant miR-148a. Ceci indique que sa répression est une 
altération mineure accompagnant la cancérogenèse plutôt qu'un phénomène crucial du 
développement tumoral. Nous avons enfin élargi notre étude pour déterminer si la seule 
surexpression de méthyltransférases de l'ADN est capable de transformer des cellules 
pancréatiques normales. Nous avons observé que la surexpression stable de ces protéines 
affecte considérablement le comportement des cellules in vitro, ainsi que leur profil de 
méthylation et d'expression génique. Ces résultats suggèrent fortement que la méthylation 
de l'ADN facilite la carcinogénèse, mais n'est pas suffisante pour déclencher la formation de 
tumeurs. Ces travaux contribuent à une meilleure compréhension de la carcinogénèse 
pancréatique, du rôle joué par la méthylation de l'ADN, et ouvrent de nouveaux horizons 
concernant le rôle potentiellement oncogène de la méthylation de l'ADN. 
Mots clé : Pancréas, Cancer, Méthylation de l’ADN, DNMT, MicroARNs 
 
Pancreatic cancer is the fourth leading cause of cancer death in Western countries. 
This cancer involves changes in DNA methylation patterns and overexpression of enzymes 
responsible for its implementation : the DNA methyltransferases. However, the exact role of 
these proteins in carcinogenesis remains to be proven. We first aimed to determine the 
changing in the DNA methylation pattern through the study of the expression of a specific 
microRNA : miR-148a. We confirmed the repression of miR- 148a by DNA hypermethylation 
in several cell lines derived from pancreatic cancer as well as in human tumor samples, and 
we shown the usefulness of this mark in the differential diagnosis between pancreatic cancer 
and chronic pancreatitis. We also evaluated the therapeutic potential of miR- 148a gene 
transfer in vitro and in vivo. We observed no significant changes in the behavior of cells / 
tumors overexpressing miR-148a. This indicates that its repression is a minor alteration 
accompanying carcinogenesis rather than a crucial phenomenon of tumor development. 
Finally, we extended our study to determine whether the single overexpression of DNA 
methyltransferases can transform normal pancreatic cells. We observed that the stable 
overexpression of these proteins significantly affects the behavior of cells in vitro, their 
methylation patterns and gene expression. These results strongly suggest that DNA 
methylation facilitates carcinogenesis, but is not sufficient to trigger the formation of tumors. 
This work contributes to a better understanding of pancreatic carcinogenesis, the role of DNA 
methylation and open new horizons for the potential oncogenic role of DNA methylation. 
 
Key words : Pancreas, Cancer, DNA methylation, DNMT, MicroRNAs 
 
